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Die lokale und regionale selektive Blockade neuronaler Strukturen ist neben der sog. Allge-
meinanästhesie ein wesentlicher Bestandteil klinisch angewandter Anästhesiologie. Die in 
diesem Kontext verwendeten Medikamente, allen voran die Lokalanästhetika, sind in der 
Mehrzahl lange Zeit evaluiert und gelten im Allgemeinen als sehr gut verträglich. Es sind 
jedoch auch Nebenwirkungen assoziiert, die ihre Anwendung im klinischen Routinebetrieb 
limitieren. Seit Beginn der Anwendung sind toxische Auswirkungen in Bezug auf das Zent-
ralnervensystem sowie kardiotoxische Nebeneffekte beschrieben und von klinischer Rele-
vanz. In der aktuelleren wissenschaftlichen Forschung rückt die direkte Toxizität der Lokal-
anästhetika am Applikationsort vermehrt in den Fokus der Aufmerksamkeit. Diese zeigt sich 
nicht nur im Rahmen neuronaler Zielstrukturen, sondern auch im Bereich umliegenden Ge-
webes wie zum Beispiel der Muskulatur oder Knorpelgewebe. Im Bereich der klinischen 
Anwendung sind mehrere Berichte über relevante Myonekrosen nach Anwendung von Lo-
kalanästhetika, insbesondere bei Applikation von Bupivacain, veröffentlicht worden. Die 
hintergründigen Pathomechanismen dieser direkten Toxizität sind sehr komplex und zu gro-
ßen Teilen bislang ungeklärt. Neben direkten Einflüssen auf die zelluläre Integrität scheinen 
Apoptose-induzierende Faktoren einen entscheidenden Beitrag zu den relevanten Mechanis-
men zu leisten. Die vorliegende Arbeit soll einen Beitrag zur Identifizierung der apoptoti-
schen Signalwege leisten.  
1.1 Allgemeine Grundlagen von Lokalanästhetika 
1.1.1 Historische Entwicklung 
Mit ihren Selbstversuchen entdeckten der Psychoanalytiker Sigmund Freud und sein Freund 
Carl Koller, ein Augenarzt aus Wien, zufällig die betäubende Wirkung von Kokain und leg-
ten damit den Grundstein für die Entwicklung der Lokalanästhesie in der Medizin. 1884 
berichtete Carl Koller erstmals von der Möglichkeit mit Hilfe einer Kokainlösung die Au-
genoberfläche für operative Zwecke ausreichend zu betäuben [1]. Somit begann fast 42 Jahre 
nach der ersten erfolgreichen Allgemeinnarkose mit Äther, nun auch die Entwicklung der 
Lokal- und Regionalanästhesie. Schon 1885 wurde Kokain als Lokalanästhetikum in der 
Zahnheilkunde verwendet. 1888 gelang die erfolgreiche Leitungsanästhesie des Fingers und 
1892 beschrieb Carl Ludwig Schleich erstmalig die Technik der Infiltrationsanästhesie, mit 
der es nun möglich war oberflächliche Hautareale suffizient zu betäuben [2]. Die Grundlagen 
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zur Spinalkanalanästhesie legte 1899 August Bier mit der Veröffentlichung seiner „Versu-
che über die Cocainisirung des Rückenmarks“ [3]. Neun Jahre später folgten die Grundlagen 
zur intravenösen Lokalanästhesie [4]. Bereits mit Beginn der Anwendungen wurden jedoch 
auch unerwünschte Nebenwirkungen deutlich. Aufgrund toxischer Eigenschaften und eines 
relevanten Suchtpotentials konnte sich Kokain als Lokalanästhetikum im klinischen Alltag 
daher beispielsweise nicht durchsetzen, ermöglichte jedoch nach Analyse der chemischen 
Struktur zu Beginn des 20. Jahrhunderts u.a. die Entwicklung der auch heutzutage gebräuch-
lichen synthetischen Lokalanästhetika. Mit klinischer Relevanz wurden 1905 von Alfred 
Einhorn zunächst das erste Ester-Lokalanästhetikum Procain eingeführt, wenig später folg-
ten die Lokalanästhetika vom Aminoamid-Typ [5].  
1.1.2 Pharmakologie der Lokalanästhetika 
Lokalanästhetika setzen sich aus einer aromatischen lipophilen Ringstruktur und einer hyd-
rophilen Aminogruppe zusammen, die über eine Zwischenkette miteinander verbunden sind 
(s. Abbildung 1-1). Sie sind chemisch betrachtet schwache Säuren. Entsprechend der che-
mischen Bindung innerhalb der Zwischenkette kann man grundsätzlich eine Einteilung der 
Lokalanästhetika in Aminoamide oder Aminoester vornehmen [6]. Im klinischen Kontext, 
insbesondere der Anästhesiologie, sind überwiegend Lokalanästhetika des Aminoamid-Typs 
in Verwendung [7]. 
 
Abbildung 1-1. Strukturchemischer Aufbau der Lokalanästhetika am Beispiel des Lokalanästhetikums Lidocain. 
Pharmakokinetische Eigenschaften und pharmakodynamische Effekte werden von substanz-
spezifischen physio-chemischen Eigenschaften bestimmt, sodass eine breite Palette von 
Substanzen zur individuellen Steuerung zur Verfügung steht. Wichtige Merkmale sind u.a. 
Proteinbindung und pKa-Wert. Tabelle 1-1 zeigt einen Auszug gebräuchlicher 
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Lokalanästhetika mit ihren Eigenschaften und der daraus resultierenden Anwendungsge-
biete. Zudem werden im klinischen Gebrauch häufig weitere Pharmaka (z.B. Vasokon-
striktoren) in Kombination additiv appliziert um entsprechende Modifikationen des pharma-
kologischen Verhaltens zu erzeugen.  











Lidocain 7,9 65 % Schnell 60-120 Infiltrationsanästhesie, pe-
riphere und zentrale Ner-
venblockade, topische Lo-
kalanästhesie 




Prilocain 7,7 55 % Schnell 60-120 Infiltrationsanästhesie, pe-
riphere Nervenblockade, 
Epiduralanästhesie 










1.1.3 Wirkungsmechanismus der Lokalanästhetika 
Lokalanästhetika entfalten ihre beabsichtige Wirkung, indem sie die neuronale Erregungs-
weiterleitung blockieren. Hierbei binden sie nach Diffusion im Zellinneren an spannungsab-
hängige Natrium (Na+)-Kanäle (s.u.) und führen zu einer reversiblen Inhibition des Na+-
Einstroms in der Depolarisationsphase des Aktionspotentials, der bis zu einem Membranpo-
tential von bis zu +30 mV gegenüber dem Extrazellularraum führen kann, sodass das an-
kommende Aktionspotential gestoppt wird [8]. Dabei binden Lokalanästhetika über die Zy-
tosolseite im Innern des Na+-Kanals an eine spezifische Proteinregion. Diese Bindung der 
Lokalanästhetika ist abhängig vom Aktivitätszustand des Na+-Kanals und erfolgt überwie-
gend in deren offenem Zustand in der Depolarisationsphase [9]. Eine hohe Aktionspotenti-
alfrequenz steigert somit die Affinität und damit die Wirkung des Lokalanästhetikums. Die-
ser Mechanismus wird als „use-dependend block“ bezeichnet.  
Spannungsabhängige Na+-Kanäle sind Transmembranprotein, die aus vier homologen Un-
tereinheiten (I-IV) mit je sechs alpha-Helices (Segment 1 - 6) bestehen. Die Abfolge positiv 
geladener Aminosäuren in Segment 4 ist als sensibler Bereich für die spannungs- und elekt-
rochemischen Konformationsänderungen identifiziert worden. Als Pore für den Natrium-
einstrom wurden zudem Strukturen der Segmente 5 und 6 identifiziert [10]. Eine spezifische 
Bindungsstelle für Lokalanästhetika konnte bisher nicht genau definiert werden, jedoch exis-
tiert in Segment 6 eine charakteristische Abfolge der Aminosäuren Phenylalanin und Tyro-
sin, die durch ihren hydrophoben Charakter mit Lokalanästhetika mutmaßlich interagieren 
können [11–13]. 
Es wurden zudem weitere Mechanismen beschrieben, welche die elektrochemischen Eigen-
schaften der Lipiddoppelmembran neuronaler Zellen beeinflussen. Indem Lokalanästhetika 
unspezifisch an die Lipid-Doppelschicht binden, verändern sie deren physikochemischen 
Eigenschaften (Fluidität, Mikroviskosität, Permeabilität), sowie ebenfalls das elektrostati-
sche Potential. Insbesondere im Umfeld von Ionenkanälen und Rezeptoren führt dies zu 
Konformationsänderungen der Transmembranproteine mit konsekutivem Einfluss auf ent-
sprechende Ionenströme und konkret in Bezug auf spannungsabhängige Na+-Kanäle zu einer 
Verringerung der Na+-Permeabilität [14–16]. Diese Eigenschaft steht durch ihre unspezifi-
schen Zielstrukturen ganz besonders im Fokus toxischer Effekte und ist z.B. für die kardi-
otoxischen Eigenschaften von entsprechender Relevanz [17,18]. Neben o.g. Hauptwirkung 
auf spannungsabhängige Na+-Kanäle sind auch spannungsgesteuerte Calcium (Ca2+) -Ka-
näle gegenüber Lokalanästhetika affin und deren Blockade vermutlich für einen Teil der 
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analgetischen Wirkung mitverantwortlich. Gerade Einflüsse auf den intrazellulären Ca2+-
Haushalt stehen jedoch ebenfalls im Fokus toxischer Eigenschaften und sind insbesondere 
für die in dieser Arbeit untersuchten Aspekte der Myotoxität von Bedeutung [19]. 
1.1.4 Toxizität von Lokalanästhetika 
Wie alle Arzneimittel können auch Lokalanästhetika allergische oder anaphylaktische Re-
aktionen hervorrufen [20,21]. Ein besonders allergenes Potential ist dabei der Gruppe der 
Aminoester zuzuschreiben, insbesondere jenen mit para-ständigen Aminogruppen und deren 
Abbauprodukte [22]. Von den allergischen Reaktionen abzugrenzen sind zytotoxische Re-
aktionen. Hier sind insbesondere systemische toxische Effekte und ihre Auswirkungen auf 
das Zentralnervensystem sowie das kardiovaskuläre System hervorzuheben. Klinisch rele-
vante zentralnervöse Effekte reichen von perioralem Taubheitsgefühl über Ohrengeräusche, 
Vigilanzstörungen und Dysarthrie bis hin zu Krampfanfällen mit Bewusstlosigkeit und Ap-
noe [23,24]. Kardiotoxische Einflüsse äußern sich z.B. durch plötzliche Bradykardien oder 
elektrophysiologischen Anomalitäten [23].  
Von diesen systemischen Toxizitätsfolgen sind direkte zytotoxische Eigenschaften von Lo-
kalanästhetika, also lokale Auswirkungen auf das umliegende Gewebe am Applikationsort, 
zu unterscheiden. Direkte Zytotoxizität konnte vor allem in peripherem Nervengewebe und 
der umliegenden Muskulatur festgestellt werden [25]. Neuere Studien in vitro und in vivo 
zeigen zudem auch toxische Wirkungen auf Knorpelgewebe [26–29].  
1.2 Das Lokalanästhetikum Bupivacain  
Bupivacain gehört zu der Gruppe der Aminoamide (s. Abbildung 1-1) und liegt als Racemat 
aus einem R- und S-Enantiomer vor. Wie alle Lokalanästhetika wirkt Bupivacain vor allem 
über die reversible Blockade der spannungsabhängigen Na+-Kanäle (s. Kapitel 1.1.3). Bu-
pivacain ist ein langwirksames Lokalanästhetikum mit einem langsamen Wirkeintritt und 
einer Wirkungsdauer von 240 min bis 480 min. Die lange Wirkdauer liegt unter anderem an 
einer hohen Proteinbindung von bis zu 95%. Der pKa-Wert liegt bei 8,1, sodass Bupivacain 
bei einem physiologischem pH von 7,35 bis 7,45 formal zwar in einem Gleichgewicht vor-
liegt, diese jedoch sehr stark zur protonierten Form verschoben ist (s. Tabelle 1-1). Es erfolgt 
daher eine verzögerte (pH-abhängige) Diffusion nach intrazellulär, da nur ungeladene Mo-
leküle durch die Zellmembran diffundieren können. Dies erklärt den langsamen Wirkeintritt. 
Für die reversible Blockade des spannungsabhängigen Na+-Kanals ist nach Überschreiten 
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der Plasmamembran eine intrazelluläre Re-Protonierung des ungeladenen Moleküls erfor-
derlich [30].  
Bupivacain ist das Lokalanästhetikum mit der höchsten toxischen Potenz. Ab einer Plasma-
konzentration von 1,5 µg/ml kann es zentralvenöse oder kardiale Nebenwirkungen auslösen 
(Abbildung 1-2). Insbesondere die hohe Proteinbindungskapazität von Bupivacain begüns-
tigt außerdem seine verlängerte toxische Wirkung. Bei systemischer Intoxikation kommt es 
vor allem am Herzen zu einer Beeinflussung des Reizleitungssystems, die zu ventrikulären 
Arrhythmien bis hin zu Kammerflimmern und Asystolie führen kann [31–33]. In Bezug auf 
die lokale Wirkung ist Bupivacain das am stärksten myotoxische und chondrotoxische Lo-
kalanästhetikum [26, 34, 35]. 
Abbildung 1-2. Strukturformel des Lokalanästhetikums Bupivacain. 
 
1.2.1 Myotoxizität von Bupivacain 
Klinische Manifestationen von Myotoxizität sind, obwohl die myotoxische Wirkung von 
Lokalanästhetika bereits sehr früh in der Literatur beschrieben wurde [36], in der klinischen 
Anästhesie eine sehr selten Komplikation. Bei Katarakt-Operationen oder anderen okularen 
Manipulationen, bei denen eine Retrobulbär-Anästhesie mit dem Lokalanästhetikum Bu-
pivacain erfolgte, konnte jedoch relativ gehäuft eine persistierende Schädigungen der Au-
genmuskulatur festgestellt werden [37,38]. In Veröffentlichungen im Bereich der Augen-
heilkunde sind derartige Zwischenfälle mit einer Inzidenz von etwa 0,25% beschrieben [37], 
wobei hierzu keine systematische Prävalenzstudien vorliegen. Im Bereich größerer Muskel-
gruppen und somit im Anwendungsbereich der peripheren Regionalanästhesie gibt es trotz 
hochdosierter Applikation von Lokalanästhetika nur vereinzelte Fallberichte über muskuläre 
Dysfunktionen, die im Zusammenhang mit einer vorausgegangenen Dauerinfusion eines 
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Lokalanästhetikums stehen. Sie äußern sich insbesondere durch anhaltende Muskelschmer-
zen [39].  
1.2.2 Histopathologische Veränderungen der Zellstruktur durch Bupivacain 
Mikroskopischen Untersuchungen zeigten sowohl in vivo als auch in vitro (in humanem 
Gewebe und in Tiermodellen), dass Lokalanästhetika die Zellstruktur von Myozyten, 
Chondrozyten und Neuronen schädigen und lokale inflammatorische Reaktionen hervorru-
fen [25,26,28]. In Maus-Modellen konnten nach intramuskulärer Injektion von Lokalanäs-
thetika vielfältige, allerdings eher unspezifische, strukturelle Veränderungen demonstriert 
werden, die von einer permanenten Myonekrose bis hin zur vollständigen Regeneration des 
Muskelgewebes reichen [40–42]. Sowohl bei einmaliger hochkonzentrierter Bupivacain-In-
jektion [41] als auch bei Dauerinfusion von Bupivacain [35] in muskuläres Gewebe konnten 
diese histopathologischen Veränderungen gleichermaßen beobachtet werden. Sie umfassen 
in erster Linie eine Hyperkontraktion von Faserbündeln und Mikrofibrillen [43] mit an-
schließender Zerreißung einzelner Fibrillen, einer Auflösung des Sarkoplasmatischen Reti-
kulums, sowie pathologischen Veränderungen des Zellkerns. Zudem zeigt sich eine Dege-
neration der Zellorganellen, bis hin zum vollständigen Bild einer kalzifizierenden Nekrose 
mit Auflösung der gesamten Zellstruktur. Begleitet wird das Bild durch ein ausgedehntes 
interstitielles Ödem mit der Einwanderung von mononukleären inflammatorischen Zellen 
[40].  
Eine Schädigung von umgebendem vaskulärem und neuronalem Gewebe, sowie von Ba-
sallamina und Satelliten-Zellen scheint nicht manifest zu werden [34,44]. Dies erklärt unter 
Umständen die gute Regenerationsfähigkeit muskulären Gewebes nach Lokalanästhetika-
Exposition [42,45].  
Insbesondere Bupivacain ist darüber hin aus auch in der Lage apoptotische Mechanismen 
auszulösen [35,46]. Bereits im mikroskopischen Bild können in Korrelation hierzu patholo-
gische Veränderungen mitochondrialer Strukturen festgestellt werden, die elektronenmikro-
skopisch mit einer Auflösung der Cristae der inneren Membran sowie einer Schwellung der 
gesamten Zellorganelle einhergehen [47].   
1.3 Pathomechanismen der direkten Toxizität 
Der bisherige Forschungsstand zeigt, dass die Lokalanästhetika-induzierte Toxizität in Neu-
riten, Chondrozyten und Myozyten unabhängig von ihrer Wirkung an Na+-Kanälen 
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vermittelt wird [48]. Sie steht nicht nur mikroskopisch, sondern auch auf molekularer Ebene, 
in engem Zusammenhang mit den Mitochondrien und dem Endoplasmatischen Retikulum 
(ER) in den Neuronen, bzw. dem Sarkoplasmatischen Retikulum (SR) in den Myozyten [49]. 
So wurde beispielsweise die Bildung von toxischen reaktiven Sauerstoffradikalen („Reac-
tive Oxygen Species“, ROS) [50] und eine Beeinflussung des mitochondrialen Energie-Me-
tabolismus durch Lokalanästhetika beobachtet [51,52]. Ferner scheint auch die Elektroly-
thomöostase, und hierbei insbesondere das Gleichgewicht des Ca2+-Haushalts, eine große 
Rolle zu spielen [53–55]. Als Resultat einer Dysbalance können sowohl nekrotische als auch 
apoptotische Effekte beobachtet werden. 
1.3.1 Nekrotische Effekte der Lokalanästhetika 
Bei Anwendung von Lokalanästhetika können Prozesse des Zelluntergangs am Applikati-
onsort beobachtet werden. Hierbei spielt offenbar neben dem Wirkstoff selbst auch die Kon-
zentration der eingesetzten Lokalanästhetika eine Rolle: niedrige Konzentrationen induzie-
ren überwiegend apoptotische Prozesse, hohe Konzentrationen führen überwiegend zu einer 
unmittelbaren Zellnekrose [56–58]. 
Die genauen Umstände des nekrotischen Zelluntergangs sind, abgesehen von einer Konzent-
rationsabhängigkeit, ungeklärt und scheinen unspezifisch zu sein. Es ist jedoch anzunehmen, 
dass die ursächlichen Mechanismen ebenfalls mitochondrial vermittelt werden [59]. Ent-
scheidend hierfür sind vermutlich der Verlust der Membranintegrität, Veränderungen des 
Ionenhaushaltes mit konsekutivem Verlust des Ruhemebranpotentials, sowie Veränderun-
gen der zellulären Energiebalance [57]. 
1.3.2 Apoptotische Effekte der Lokalanästhetika 
1.3.2.1 Grundlagen der mitochondrialen Apoptose-Kaskade 
Apoptotische Vorgänge werden weitestgehend von intrazytosolischen Proteinen reguliert. 
Einen Hauptanteil stellt die Gruppe der Caspasen dar. Caspasen sind Cystein-Proteasen, die 
als Zymogene in jeder Zelle vorliegen und zunächst proteolytisch in ihre aktive Form um-
gewandelt werden müssen [60]. Sie sind u.a. für den Abbau intrazellulärer Proteine während 
der Apoptose von Bedeutung [61]. Es existieren prinzipiell zwei Haupt-Aktivierungswege 
des Caspase-Systems: der intrinsische und der extrinsische Weg, die beide im Folgenden für 
das weitere Verständnis kurz erläutert werden sollen.  
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Der extrinsische Weg wird über Oberflächenrezeptoren der Zelle, den sog. „Death-Recep-
tors“ vermittelt. Die Bindung eines Liganden führt zur Rekrutierung des „Fas-associated 
protein with death domain“ (FADD) und anschließender Bildung eines „death-inducing sig-
naling Complex“ (DISC) [62]. Als Ligand kommen nicht nur Proteine, wie beispielsweise 
der Tumornekrosefaktor α (TNF α), sondern auch Membranstrukturen auf der Zelloberflä-
che anderer Zellen in Frage (z.B. Fas (CD95/Apo-1)) [63]. Der DISC aktiviert die Caspasen 
8 und 10, die wiederum die Caspasen 3 oder 7 aktivieren. Die folgende intrazytosolische 
Kaskade resultiert letztlich im apoptotischen Zelluntergang (s. Abbildung 1-3). 
Der intrinsische Weg wird durch eine Vielzahl an extrazellulären und intrazellulären Fakto-
ren getriggert. Zu den extrazellulären Stimuli gehören chemische Noxen, Strahlenexposition 
oder andere physikalische Einflüsse. Intrazellulär sind oxidativer Stress, DNA- oder mito-
chondriale Schädigungen oder auch Protein-Fehlbildungen von Bedeutung. Kennzeichnend 
für den intrinsischen Aktivierungsweg ist, dass dieser über mitochondriale Prozesse und da-
bei über eine Permeabilisation der äußeren Mitochondrienmembran („mitochondrial outer 
membrane permeabilization“ (mOMP)) moduliert wird. Dabei spielen Proteine der „B-cell 
lymphoma 2“ (Bcl-2) -Familie eine entscheidende Rolle. Sie sind im Intermembranraum des 
Mitochondriums als „Wächter der mitochondrialen Integrität“ [64] lokalisiert und bestehen 
aus pro- und antiapoptotischen Proteinen. Unspezifische apoptotische Signale aktivieren die 
proapoptotischen Proteine „Bcl-2-associated X protein“ (BAX) und „Bcl-2 antagonist or 
killer“ (BAK), die letztlich eine Permeabilisation der äußeren Mitochondrienmembran her-
beiführen. Hierüber lösen sie die Freisetzung von Cytochrom c (cyt c) und anderen 
proapoptotischen Stoffen aus (z.B. OMI/HtrA2, Smac/Diablo, Endonuclease G oder den 
Apoptose-induzierenden Faktor (AiF)). Antiapoptotische Bcl2-Proteine verhindern die 
mOMP, indem sie BAX, BAK und andere Apoptose-aktivierende Proteine binden. Cyt c 
führt im Cytoplasma mit dem „apoptotic protease activating factor 1“ (Apaf-1) zur Akti-
vierung der Caspase 9, mit der sie ein Proteinpolymer, das Apoptosom bilden [65,66]. Das 
Apoptosom erlaubt nun die Aktivierung der Caspasen 3 und 7 und verstärkt die nachfolgende 






Abbildung 1-3. Vereinfachte Darstellung der mitochondrialen Apoptosekaskade (eigene Darstellung). 
Die gemeinsame apoptotische Endstrecke vollzieht sich in einer globalen Proteolyse und der 
Aktivierung von DNAsen [61]. Zudem aktivieren Proteine der Bcl2-Familie auch Apopto-
som-unabhängig eine Caspasen-Kaskade [68]. Ebenso kann eine direkte Caspase-unabhän-
gige Apoptoseinduktion durch Endonuclease G und den AiF über spezifische DNAsen er-
folgen [69,70]. 
Gerade in Bezug auf myotoxische Eigenschaften von Lokalanästhetika kommt insbesondere 
dem Sarkoplasmatischen Retikulum (SR) sowie dem Endoplasmatischen Retikulum (ER) 
eine entscheidende Rolle zu. Das ER/SR-System ist in der Lage, unabhängig von der 
mOMP, den intrinsischen Apoptoseweg im Zusammenhang mit „Zellstress“ (gestörte Gly-
kosylierungsvorgänge, Mangel an Energiemetaboliten oder z.B. aufgrund einer Störung der 
Ca2+-Homöostase) zu aktivieren [71,72]. 
Es existieren mehrere wechselseitige Ionen-/Proteintransportprozesse zwischen dem SR und 
den Mitochondrien, die zur Freisetzung apoptotischer Faktoren (z.B. Cytochrom c) und da-
mit zur intrinsischen Aktivierung führen. Als Kommunikationsträger kommen verschiedene 
Proteine (z.B. auch der Bcl2-Familie, BAX oder BAK) infrage [73–76]. Sie führen hierbei 
zu einer Veränderung der Ca2+-Homöostase, Sensibilisierung des Mitochondriums für 
apoptotische Signale und der cyt c-Freisetzung sowie zur Induktion von Caspase 12 [77,78]. 
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Die Caspase 12 ist auf der SR-Membran verankert und bei Aktivierung in der Lage eigen-
ständige eine Apoptose-Kaskade auszulösen [79]. 
1.3.2.2 Einfluss der Lokalanästhetika auf apoptotische Signalkaskaden 
Bislang wurden zur genaueren Differenzierung der Relevanz o.g. apoptotischer Mechanis-
men gezielt einzelne Abschnitte der mitochondrialen Apoptose-Kaskade untersucht. Hierbei 
wurde u.a. der Einfluss der Lokalanästhetika auf das Caspasen-System, verschiedene Pro-
teinkinase-Systeme oder aber auf das mitochondriale Membranenpotential festgestellt 
[46,80,81]. In Versuchen mit Knockout-Zellen (in Bezug auf FADD, Bcl2, Caspase 8 und 
Caspase 9) konnte eine relevante Aktivierung des extrinsischen Weges über Zelloberflä-
chenrezeptoren ausgeschlossen und eine Beteiligung des intrinsischen Weges nachgewiesen 
werden [57]. Auch eine direkte Bupivacain- und Lidocain- induzierte Caspase 3- und 
Caspase 7-Aktivierung konnte bereits beschrieben werden [56]. Ein Nachweis der Beteili-
gung von SR-Stress konnte durch einen Bupivacain-induzierten CHOP („C/EBP homolo-
gous protein“)-Anstieg erbracht werden, der durch ROS-Reduktion teilweise unterdrückt 
werden kann [50]. 
Weiterhin existieren direkte toxische Effekte auf das Mitochondrium. Sie können über den 
Verlust des mitochondrialen Membranpotentials zur Freisetzung intramitochondrial gespei-
cherter Apoptose-induzierender Intermebranproteine (z.B. cyt c) führen [46].  
1.3.3 Einfluss der Lokalanästhetika auf den mitochondrialen Energie-Metabolismus 
Die aerobe ATP-Produktion spielt in Nerven- und Muskelzellen aufgrund des erhöhten Ener-
giebedarfs eine besondere Rolle, die in der vermehrten Anzahl an Mitochondrien zum Aus-
druck kommt. Eine Auswirkung von Lokalanästhetika auf den neuronalen Zellstoffwechsel 
zeigt sich u.a. durch einen Rückgang der ATP-Produktion um ca. 30-50% in vitro [51]. Pa-
thogenetisch liegen hierfür mehrere Einflüsse im Bereich der Atmungskette vor. Langwirk-
same Lokalanästhetika können die oxidative Phosphorylierung entkoppeln und die 
Atmungskette sowohl in Komplex I als auch in Komplex III hemmen [82–84]. Weiterhin 
führen sie über eine direkte Hemmung der mitochondrialen F0-F1-ATPase zu einem Absin-
ken der ATP-Synthase-Aktivität [85]. Weitere bereits aufgezeigte Mechanismen sind der 
Zusammenbruch des mitochondrialen Membranenpotentials [86,87] und die Auflösung der 
intramitochondrialen Strukturen mit konsekutiver Mitoptosis [87]. Zudem konnte nach 
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langer Bupivacain-Exposition eine Abnahme der Proteindichte der Atmungskette beschrie-
ben werden [87]. 
1.3.4 Der Einfluss von Lokalanästhetika auf die Ca2+-Homöostase 
Ca2+ ist ein wichtiger sekundärer Signaltransmitter („second messenger“), der auf moleku-
larer Ebene an der Steuerung vieler Prozesse beteiligt ist. In Nervenzellen hat Ca2+ besonde-
ren Einfluss auf das neuronale Wachstumsverhalten, die Ausbildung neuer Axone und die 
Plastizität von Neuronen [88–90]. In Muskelzellen bindet es an Troponin C, wodurch eine 
Konformationsänderung des Troponin-/Tropomyosin-Komplexes ausgelöst wird, die wie-
derum eine Bindung zwischen Aktin und Myosin ermöglicht. In beiden Zelltypen hat Ca2+ 
einen entscheidenden Einfluss auf die Modulation von Ionenkanälen und Rezeptoren, die 
Aktivierung von Enzymen, die Genexpression, sowie letztlich auch auf den mitochondrialen 
Energie-Stoffwechsel (siehe auch Kapitel 1.3.3.) [91,92]. Ca2+ ist außerdem entscheidend 
am Aufbau des mitochondrialen Membranpotentials beteiligt. Eine Störung beeinträchtigt 
die Funktion des Mitochondriums und ist in der Lage zum Zelltod zu führen [93]. Bisherige 
Studien konnten zeigen, dass die Applikation von Lokalanästhetika, insbesondere von Bu-
pivacain, über unterschiedliche und bislang weitgehend unbekannte Mechanismen in engem 
Zusammenhang mit einer intrazytosolischen Ca2+-Erhöhung steht [40,55].  
1.3.4.1 Grundlagen des Mitochondriums und seines Ca2+ -Stoffwechsels 
Das Mitochondrium besitzt eine Doppelmembran aus je einer Phospholipiddoppelschicht, 
die äußere („outer mitochondrial membrane“ [OMM]) und die innere Membran („inner 
mitochondrial membrane“ [IMM]). Sie unterscheiden sich in ihrem Proteinaufbau. Es bilden 
sich zwei Kompartimente: der Intermembranraum zwischen innerer und äußerer Membran 
und die Matrix, der Raum innerhalb der inneren Membran. In der Außenmembran befinden 
sich unselektive Porine, die eine freie Diffusion von Molekülen < 5 kDa erlauben, sowie 
Transportsysteme, die den aktiven zielgerichteten Transport von größeren Proteinen ermög-
lichen. Sie ist vor allem in Myozyten eng mit dem SR über Proteinbindungen verbunden 
[94,95]. Diese Verbindung wird als „Mitochondrien-assoziierte ER-Membran“ (MAM) be-
zeichnet und ist am Ca2+-Signalweg, dem Lipid-Stoffwechsel, dem Energiemetabolismus 
sowie dem Zellüberleben beteiligt [96–98]. In der inneren Membran befinden sich neben 
den Proteinen des Energiemetabolismus und speziellen Transportproteine auch Integritäts-
assoziierte Proteine (z.B. Bcl-2). Zudem regulieren Proteine der IMM das Milieu der Matrix 
(s. Abbildung 1-4). 
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1.3.4.2 Der Ca2+-Influx 
Der Ca2+-Transport über die OMM erfolgt weitgehend durch freie Diffusion aus dem Zyto-
sol. Zudem besteht eine weitere selektive Transportmöglichkeit, über den spannungsabhän-
gigen Anionen-Kanal, VADC („voltage-dependet anion channel“), der spannungsabhängig 
für Kationen permeabel ist. Dieser ist mit dem SR über das „Glucose-Regulated Protein 75“ 
(GRP75) assoziiert [99–101]. Durch eine Blockade des VDAC konnte bereits gezeigt wer-
den, dass die Störung des Anionen-Einstroms und die gleichzeitiger Erhöhung des Katio-
neneinstroms zu einer Permeabilitätssteigerung der Mitochondrienmembran mit Folge der 
Apoptoseinduktion führt [100,102].  
In der IMM existiert ein kleiner hochselektiver Ionenkanal, der „mitochondriale Ca2+-uni-
porter“ (MCU), der Teil eines für den Ca2+-Transport verantwortlichen Makroproteinkom-
plexes ist [103–105]. Er transportiert Ca2+-Ionen entlang des elektrochemischen Gradienten 
in die Matrix, ohne direkte Kopplung an einen ATP-Verbrauch oder andere Ionenströme 
[106]. Auch andere zweiwertige Kationen können hierüber mit geringerer Affinität durch 
die IMM gelangen. Im Jahr 2011 konnte der MCU als 40 kDa-Protein mit zwei Transmemb-
ranhelices in der IMM identifiziert werden [101,105]. In diesem Zusammenhang konnte 
ebenfalls gezeigt werden, dass eine Überexpression des MCU zu einer Abschwächung eines 
zytosolischen Ca2+-Peaks führt, indem die Ca2+-Aufnahme in die Mitochondrienmatrix ver-
doppelt wird [104]. Damit kommt dem MCU eine bedeutende Rolle in der Regulation der 
Ca2+-Homöostase des Zytoplasmas zu.  
Eine indirekte Beeinflussung des MCU durch p38 MAPK (z.B. durch Bupivacain) führt zu 
einem intramitochondrialen Ca2+-Anstieg [107]. Ca2+ selbst gilt als wichtiger Regulator des 
MCU, der durch einen Anstieg des zytosolischen Ca2+ sowohl aktiviert als auch wieder in-
aktiviert werden kann [108,109]. Bisherige Studien konnten zeigen, dass der MCU maßgeb-
lich an der Regulation des mitochondrial vermittelten Zelltods beteiligt ist [110]. Weniger 
relevant, aber aus Gründen der Vollständigkeit erwähnenswert ist ein Ryanodin-Rezeptor 
innerhalb der IMM, der ebenfalls am Ca2+-Transport in die Matrix beteiligt ist [111,112]. 
1.3.4.3 Der Ca2+-Efflux 
Der Ca2+-Efflux erfolgt über mehrere Proteinsysteme: Neben den beiden mitochondrialen 
Antiportern Na+/Ca2+-Austauscher („mitochondrial Na+/Ca2+-exchanger“ (mNCX)) in 
Verbindung mit der Na+/H+-Pumpe und einem H+/Ca2+-Austauscher („mitochondrial 
H+/Ca2+-exchanger“ (mHCX)) existiert ein spezieller Kanal („mitochondrial permeability 
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transition pore“ (mPTP)), dem neben einem schnellen Ca2+-Auswärts-Transport weitere 
Funktionen in der Zellorganisation zugeschrieben werden können. Die mPTP nimmt im 
Ca2+-Stoffwechsel daher eine Sonderstellung ein und wird daher im Rahmen der mitochond-
rialen Membranenpermeabilisation näher erläutert (s. Kapitel 1.3.4.4). Grundlage für die 
Funktion der Ca2+-Antiporter ist der aktive Na+-Auswärtsstransport aus der Matrix bzw. die 
passive Rückdiffusion der freien Protonen [113–116]. 
 
 
1.3.4.4 Die mitochondriale Membranenpermeabilisation (mOMP) im Rahmen des 
Ca2+-Stoffwechsels 
Durch Enzyme der Atmungskette, sowie durch mitochondriale Ionenkanäle, entsteht ein 
Membranpotential ΔΨ von ungefähr -180 mV über der inneren Mitochondrienmembran, das 
für die Funktionalität aller Proteinstrukturen essentiell ist [117]. Der Zusammenbruch dieses 
Potentials durch die mOMP ist ein entscheidender Schritt in der intrinsischen Aktivierung 
der Apoptose (siehe auch Kapitel 1.3.2.). Erst dadurch wird die Freisetzung von cyt c über 
spezifische Kanalsysteme und die darauffolgende Bildung des Apoptosoms möglich. Über 
den intrinsischen Weg sind BAX und BAK in der Lage neben der Rekrutierung vorhandener 
Kanäle der OMM, wie der „mitochondrial apoptosis-induced channel“ (MAC), eigenstän-
dig Kanäle, die sog. „BAX-Channels“, zu formieren [118], welche die Integrität des 
Abbildung 1-4. Schematische Darstellung des Ca2+-Ionenstoffwechsels des Mitochondriums (eigene Darstellung). 
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Mitochondriums beeinträchtigen. Ein anderer Weg der mOMP führt über die Aktivierung 
der „mitochondriale permeability transition pore“ (mPTP), einer weitgehend unspezifi-
schen Pore in der IMM [119]. Alle diese Strukturen sind entscheidend an die Ca2+-Homöo-
stase gekoppelt [93] (s. Abbildung 1-5). 
1.3.4.5 Der „BAX-Channel” 
Sowohl die antiapototischen, als auch die apoptotischen Proteine der Bcl2-Familie sind dafür 
bekannt, dass sie in vitro Poren mit verschiedenen Eigenschaften in Membranen formen 
können [120–122]. Auch BAX und BAK als Hauptakteure der mOMP sind hierzu durch 
Oligomerisierung bzw. Konformationsänderung in der Lage [116,122–125]. Hierdurch ist 
zumindest in vitro eine Freisetzung von cyt c ins Zytoplasma bereits beschrieben worden 
[126].  
1.3.4.6 Der “mitochondrial apoptosis-induced channel” (MAC) 
Der MAC formiert sich in der frühen Phase des intrinsischen und in der späten Phase des 
extrinsischen Apoptoseweges in der OMM. Er ist eng verknüpft mit der Freisetzung von cyt 
c und der Depolarisation des mitochondrialen Membranenpotentials [127–129] und ist struk-
turell mit dem „BAX-Channel“ vergleichbar [129,130]. 
1.3.4.7 Die „mitochondriale permeability transition pore“ (mPTP) 
Die mPTP ist ein Proteinsystem in der IMM und reguliert insbesondere die Ca2+-Konzent-
ration der Matrix und verhindert unter physiologischen Bedingungen eine Ca2+-Überladung 
[131,132]. Im Gegensatz zu MAC und „BAX-Channel“ ist die Öffnung der mPTP span-
nungsabhängig. Die geöffnete mPTP besitzt eine hohe Leitfähigkeit für Moleküle bis 1,5 
kDa [133] und führt damit zu einer mitochondrialen Depolarisation. Zudem konnte gezeigt 
werden, dass ein Teil des physiologischen Ca2+-Ausstroms ebenfalls über die mPTP vermit-
telt wird, indem diese in den Zustand eines langsam-leitenden selektiven Ca2+-Kanal wech-
selt [132,134,135]. Dieser kann von verschiedenen Effektoren moduliert werden [134]. Die 
Bedeutung der mPTP für das Zellüberleben ist von der Dauer des Öffnungszustandes abhän-
gig [136], durch den die ATP-Synthese verhindert und gleichzeitig eine ATPase aktiviert 
werden.  
Eine dauerhafte Öffnung kann folglich zum gänzlichen Verlust des Ionen-Gradienten, zu 
einem osmotisch bedingten Anschwellen des Mitochondriums, zur Entfaltung der Cristae 
und zur Ruptur der äußeren Membran führen [137]. Additiv erfolgt die Ausschüttung von 
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cyt c und anderen proapoptotischen Molekülen über BAX/BAK-Kanäle und so die Initiie-
rung eines apoptotischen Prozesses [138,139]. 
Die Modulation durch entsprechende Effektoren ist über unterschiedliche Mechanismen 
denkbar. Haupteffektor an der IMM ist das Membranpotential, das den mPTP in seiner Kon-
figuration stabilisiert [140] und nachweislich durch Lokalanästhetika beeinflusst wird. Auch 
die Beeinflussung der Atmungskette sowie die Bildung von ROS (siehe auch Kapitel 1.3.5) 
haben einen direkten Einfluss auf die mPTP [141–144]. Von besonderer Bedeutung bezüg-
lich der myotoxischen Eigenschaften von Lokalanästhetika ist die intrazelluläre Freisetzung 
von Ca2+ aus dem SR, die über eine relative Ca2+-Überladung erwiesenermaßen zur Öffnung 
der mPTP führt [46].  
 
Abbildung 1-5. Vereinfachte, schematische Darstellung der mOMP und des intrinsischen Apoptosewegs (eigene Darstel-
lung). 
Die Rolle des Mitochondriums im Ca2+-Stoffwechsel in Bezug auf die direkte Toxizität von 
Lokalanästhetika ist bisher noch nicht vollständig untersucht. Das Mitochondrium stellt, ne-
ben seinen vielfältigen Aufgaben in der Energiebereitstellung, neben dem SR einen bedeu-
tenden Ca2+-Speicher der Zelle dar.  
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1.3.4.8 Die Rolle des Ca2+-Stoffwechsels des ER/SR und seine Veränderung durch 
Lokalanästhetika 
Am SR konnte die Relevanz der Beeinflussung des Ca2+-Stoffwechsels bereits gezeigt wer-
den. Im Ruhezustand wird Ca2+ mit Hilfe von membrangebundenen Ca2+-ATPasen kontinu-
ierlich aus dem Zytosol in das SR gepumpt. Diese gewährleisten den sofortigen Rücktrans-
port von Ca2+ nach Freisetzung Ca2+ ins Zytoplasma, sodass die intrazelluläre Ca2+-Kon-
zentration weitgehend konstant bleibt. Außerdem halten sie einen Gradienten von 1:104 bis 
1:105 über der Membran des SR aufrecht [145]. Die intrazelluläre Ca2+-Konzentration liegt 
bei 0,1 µM und kann bei Stimulation durch ein Aktionspotential kurzzeitig auf das 100- bis 
1000-fache ansteigen. Dabei wird Ca2+ aus den zellulären Speichern freigesetzt. Es gibt zwei 
unterschiedliche intrazelluläre Ca2+-Kanäle, die für den schnellen Ca2+-Anstieg im Zyto-
plasma verantwortlich sind, der Ryanodinrezeptor (RyR) und der Inositol-Triphosphat-Re-
zeptor (IP3R). Nach Aktivierung führen sie zu einer Freisetzung von Ca2+ aus dem SR in 
das Zytoplasma. Beide Kanäle weisen in ihrem Aufbau strukturelle Ähnlichkeiten auf und 
existieren in mehreren Isoformen [146]. Der IP3-Rezeptor ist ein Protein mit sechs Trans-
membrandomänen, das sich im SR befindet. Gewebeabhängig sind drei unterschiedliche Is-
oformen zu finden [147,148]. Er wird hauptsächlich durch Ca2+ oder Inositol-Triphosphat 
(IP3) kontrolliert [149]. Darüber hinaus existieren zur Modulation Steuerungsdomänen, die 
durch diverse Kinasesysteme phosphoryliert und damit aktiviert werden können. Daran be-
teiligt sein können die Protein Kinase A (cAMP-abhängig) [150], die Protein Kinase B 
(Akt/PKB) [151], die Protein Kinase G (cGMP-abhängig) [152], die Calmodulin-abhängige 
Protein Kinase II (CaMKII) [153], die Protein Kinase C (PKC) [154] und verschiedene Pro-
tein-Tyrosin Kinasen (PTK) [155]. Der IP3-Rezeptor ist dafür bekannt, dass er Ca2+ aus dem 
SR freisetzt und so als second-Messenger zwischen SR und Mitochondrium dient. Der RyR 
ist in unterschiedlichen Organen in drei verschiedenen Isoformen exprimiert: RyR1 findet 
sich vor allem in Muskelgewebe, RyR2 wird dem Herz zugeordnet und RyR3 findet man in 
Nervenzellen. Es ist jedoch auch bekannt, dass auch alle drei Isoformen nebeneinander ex-
primiert vorliegen können [156,157]. Studien legen nahe, dass der RyR1 am SR über direkte 
physikalische Bindungen mit einem Proteinkomplex in der Zellmembran verbunden ist, dem 
Dihydropyridin-Rezeptor [158]. Über sog. „elektromechanische Kopplung“ wandelt er Po-
tentialveränderungen der Muskelmembran durch ankommende Aktionspotentiale in ein Ak-
tivierungssignal für den RyR1 um. Dadurch kommt es zu einer Konformationsänderung des 
RyR1 und folglich zur Ca2+-Ausschüttung aus dem SR [159]. In verschiedenen Untersu-
chungen konnte die Myotoxizität der Lokalanästhetika mit dem Anstieg der zytosolischen 
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Ca2+-Konzentration in Verbindung gebracht werden. Mit Hilfe von Querceptin, das die Ca2+ 
-Aufnahme in das SR blockiert, konnte nachgewiesen werden, dass eine Schädigung der 
Myozyten bei fehlendem zytosolischem Ca2+-Einstrom ausbleibt. Selbiges zeigte sich in An-
wesenheit von Ca2+-Antagonisten, wie Verapamil [160,161]. Es gibt nur wenige Studien 
zum Ca2+-Stoffwechsel in Neuronen, aber auch sie zeigen, dass auch hier die Toxizität von 
Lokalanästhetika in engem Zusammenhang mit einer Erhöhung der intrazellulären Ca2+-
Konzentration steht [54]. Am ehesten lässt sich der Einfluss auf den Ca2+-Stoffwechsel durch 
eine Beeinflussung des Aufnahmemechanismus und der Entleerung der zytosolischen Ca2+-
Speicher erklären, wie im Folgenden erklärt wird. Abhängig von der Isoform des RyR, för-
dert Bupivacain insbesondere in Muskelzellen den Ca2+-Ausstrom durch den RyR1 aus dem 
SR [162]. Auch andere Lokalanästhetika wurden auf ihren Einfluss auf den RyR untersucht 
[163]. Zusätzlich konnte der Einfluss von Bupivacain auf die Ca2+-ATPase und damit auf 
die Wiederaufnahme von Ca2+ nachgewiesen werden. Weiterhin zeigten sich Veränderungen 
der Sensibilisierung der Ca2+-Bindestellen an den Proteinkomplexen und des Kontraktions-
apparates [55]. Auch andere Lokalanästhetika können die Wiederaufnahme der Ca2+-Auf-
nahme in das SR hemmen [164]. Ein Effekt auf die Membranpermeabilität des SR mit Er-
höhung der Ca2+-Leitfähigkeit scheint von untergeordneter Wichtigkeit zu sein. Wie genau 
Bupivacain und die übrigen Lokalanästhetika auf die Rezeptoren des SR wirken, ist bislang 
ungeklärt. Man vermutet, dass Bupivacain über die Produktion von reaktiven ROS zu einer 
Modulation des RyR sowie der Membranpermeabilität des SR führt [50]. Andere Studien 
sprechen von einer direkten Interaktion am RyR [163]. Ebenso scheinen Lipophilität und 
Stereoselektivität die Effektivität der Ca2+-Beeinflussung zu verändern [165].  
1.3.5 Oxidativer Stress durch Lokalanästhetika 
Reaktive Sauerstoffspezies („reactive oxygene species“ , ROS) sind Stoffwechselprodukte, 
die im Rahmen einer aeroben Energiegewinnung anfallen und sehr toxisch sind [166,167]. 
Zum Schutz der Zelle existieren mehrere Mechanismen (Katalasen, Glutathion Peroxi-
dasen), die einen erhöhten Anfall solcher Substanzen verhindern, und die durch ROS verur-
sachte Schäden reparieren können [168]. Die AMP-abhängige Protein-Kinase, verstärkt in 
bestimmten Konstellationen die Produktion von ROS [169]. ROS sind in der Lage ebenfalls 
den Ca2+-Stoffwechsel der Zelle durch Beeinflussung der beteiligten Kanalsysteme zu ver-
ändern und zu einem Überangebot an freiem Ca2+ zu führen [170,171]. Bupivacain initiiert 
eine erhöhte Produktion von ROS [82,172], die SR-Stress und somit eine Apoptose-Kaskade 




Lokalanästhetika, allen voran Bupivacain mit dem höchsten myotoxischen Potential, wirken 
konzentrationsabhängig toxisch auf Skelettmuskelzellen. Insbesondere sind sie in der Lage 
in Myozyten apoptotische Mechanismen zu initiieren. Die genauen Signalwege sind bislang 
kaum aufgeklärt. Die Korrelation der Lokalanästhetika-vermittelten Myotoxizität mit der 
Ca2+-Homöostase und die gleichzeitige Bedeutung sowohl direkter Zellschädigung, als auch 
der Apoptoseinduktion (über mehrere Signalwege) konnten bereits gezeigt werden. Hierbei 
scheint die Interaktion mit Mitochondrien einen wesentlichen Beitrag zu leisten.  
Das Ziel der Arbeit ist es an murinen Muskelzellen die Rolle des Mitochondriums und der 
mitochondrialen Signalwege im Rahmen einer Bupivacain-Exposition zu betrachten. Durch 
gezielte Blockade exemplarisch bedeutsamer mitochondrialer Kanäle soll deren Bedeutung 
für die Signalwege der Myotoxizität von Lokalanästhetika analysiert werden. 
Mitochondriale Apoptosekaskaden werden unter anderem durch eine intrazelluläre Erhö-
hung lokaler Ca2+-Konzentration getriggert [93,173]. Der Signalweg wird hierbei über meh-
rere Transportprozesse vermittelt. Im Rahmen der Studienvorbereitung wurden drei wichtige 
Ca2+-getriggerte Kanäle der Apoptose, nämlich die mPTP, der MAC und der MCU, mittels 
Literaturstudium identifiziert (s. Kapitel 1.3.4). Alle betrachteten Transportkanäle können 
selektiv durch verschiedene Substanzen blockiert werden, sodass die Ca2+-vermittelte Sig-
nalkaskade an dieser Stelle gezielt unterbrochen werden kann. Aus bereits veröffentlichen 
Untersuchungsergebnissen konnten entsprechend geeignete Substanzen identifiziert und die 
vermeintlich benötigten Substanzkonzentrationen abgeschätzt werden (s. Kapitel 4.3.2). Die 
mPTP kann durch Cyclosporin A (CsA) blockiert werden [174,175]. Für den MAC wurde 
der Blocker „mitochondrial apopototic inhibitor“ (iMAC) ausgewählt [176,177]. Ein spe-




3 Material  
3.1 Geräte 
CO2-Inkubatoren Heracell 150i Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, USA 
Digital-pH-Meter Knick, Berlin, Deutschland 
Durchflusszytometer FACS Calibur BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland 
Feinwaage BP 2215 Sartorius, Göttingen, Deutschland 
Gefrierschrank Bosch, Gerlingen, Deutschland 
Kühlschrank Bosch, Gerlingen, Deutschland 
Lichtmikroskop Leitz DMIRB Leica, Wetzlar, Deutschland 
Multipette plus Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
Pipetten Pipetmon (10, 200, 1000 µl) Gilson, Limburg an der Lahn, Deutschland 
Ultraschallbad Sonorex super RK510 H Bandelin, Berlin, Deutschland 
Zellbank klein, Lamin Air HB 2448 Heraeus instruments, Hanau, Deutschland 
Zellbank groß, Hera safe KS Thermo Fisher scientific Inc., Waltham, USA 
Zentrifuge Megafuge 1.0 R Heraeus sepatech, Hanau, Deutschland 
Zentrifuge Biofuge stratos Heraeus instruments, Hanau, Deutschland 
Zentrifuge Biofuge pico Heraeus instruments, Hanau, Deutschland 
3.2 Verbrauchsmaterialien 
Combitips Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
Einweg-Pipettenspitzen (100,200,1000 µl) Sarstedt AG, Nümbrecht, Deutschland 
FACS-Röhrchen, 5 ml Sarstedt AG, Nümbrecht, Deutschland 
Falkons (15, 50 ml) Sarstedt AG, Nümbrecht, Deutschland 
Falkons braun (50 ml) Sarstedt AG, Nümbrecht, Deutschland 
Falkon Zellkulturflasche Schuber&Weiss, München, Deutschland 
Glaspipetten (1, 5, 10, 25, 50 ml) Sarstedt AG, Nümbrecht, Deutschland 
Tissue Culture Multi-Wellplatten 24 BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland 
3.3 Chemikalien und Reagenzien 
3.3.1 Medikamente 
Bupivacain hydrochloride Sigma-Aldrich, München, Deutschland 
Bax channel Blocker Imac Calbiochem, EMD Millipore, Billerica, USA 
Cyclosporin A Sigma-Aldrich, München, Deutschland 
Ru360 Calbiochem, EMD Millipore, Billerica, USA 
3.3.2 Kits 




Aqua dest. Laboreigene Herstellung 
BD FACS Flow BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland 
BD FACS Rinse Solution BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland 
Chicken Embryo extract lyophilized (CEE) Seralab, West Sussex, United Kingdom 
Dimethylsulfoxid (DMSO) Sigma-Aldrich, München, Deutschland 
Dulbecco's Phosphat Buffered Saline Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, Deutschland 
Dulbecco's Modified Eagle Medium (DMEM) PAA, Cölbe, Deutschland 
Fetales Kälber Serum (FKS) Sigma-Aldrich, München, Deutschland 
Hepes Buffer (1 M) Sigma-Aldrich, München, Deutschland 
Horse Serum (HS) Life Technologies, Darmstadt, Deutschland 
L-Glutamin 2mM Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, Deutschland 
Natriumchlorid (NaCl) B.Braun Melsungen AG, Melsungen, Deutsch-land 
Natriumhydrogencarbonat NaOH (1mol/L) Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, Deutschland 
Penicillin/Streptomycin-Lösung (Pen/Strep) Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, Deutschland 
Salzsäure (HCl) (0,1%) Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, Deutschland 
RPMI 1640 PAN-Biotech, Aidenbach, Deutschland 
0,5% Trypsin/EDTA Life Technologies Ltd, Pailey, UK 
3.4 Verwendete Zellen 
Primäre Zellkultur aus: 
BALB/c AnNcrl Mäuse 
Charles River Laboratories, Sulzfeld, 
Deutschland 
Zellkultur aus: C2C12-Zellen Sigma-Aldrich, München, Deutschland 
 
3.5 Datenbank und Software 
Citavi 5 Swiss Academic Software, Wädenswil, Schweiz 
Flow Jo TreeStar, Ashland, USA 
IBM SPSS Statistics 21 IBM, Armonk, USA 
Microsoft Office Excel 2010 Microsoft, Redmond, USA 





4.1 Verwendete Zellen 
Um die myotoxische Wirkung von Bupivacain genauer zu untersuchen, wurden bereits im 
Vorfeld Zellkulturmodelle aus murinen Muskelzellen etabliert. Unter sterilen Kautelen und 
konventionellen Kulturbedingungen von 37°C, 5% CO2 und 97% Luftfeuchtigkeit wurden 
eigenständig gewonnene primäre Mausmuskelzellen (pM-Zellen) aus BALB/c AnNcrl-
Mäusen (Charles River Laboratories, Sulzfeld, Deutschland), sowie kommerziell erhältli-
chen immortalisierten C2C12-Zellen (Sigma Aldrich, München) kultiviert.  
4.1.1 C2C12-Zellen und ihre Gewinnung 
Die C2C12-Zellen wurden in 10 ml-Zellkulturflaschen unter konventionellen Bedingungen 
kultiviert. Es wurde sowohl ein Kulturmedium, das der Vermehrung der Zellen diente, als 
auch ein Differenzierungsmedium, das zur Ausdifferenzierung in reife Muskelzellen führt, 
verwendet. Sie setzten sich wie folgt zusammen. 
Proliferationsmedium (Medium A):  RPMI 1640 
      + 20% Fetales Kälber-Serum (FKS) 
      + 1% 2mM L-Glutamin 
      + 1% Penicillin/Streptomycin (Pen/Strep) 
Differenzierungsmedium (Medium B): RPMI 1640 
+ 2% Horse Serum (HS) 
      + 1% 2mM L-Glutamin 
      + 1% Pen/Strep 
4.1.2 Primäre Mausmuskelzellen und ihre Gewinnung 
Die primären Mausmuskelzellen wurden unter Berücksichtigung der Regularien der lokalen 
Tierschutzkommission entsprechend laborinternen Protokollen durch das dort beschäftigte 
Fachpersonal durch Präparation der Mm. extensor digitorum longus, Mm. soleus und Mm. 
tibialis anterior aus Muskelgewebe von BALB/c AnNcrl-Mäusen gewonnen und dankens-
werterweise zur Verfügung gestellt.    
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Analog der Kultivierung von C2C12-Zellen wurden auch hier zwei Kulturmedien benötigt: 
ein Proliferationsmedium zur Vermehrung der Zellen und ein Differenzierungsmedium zur 
Ausreifung in Myozyten. 
Proliferationsmedium (Medium A):   DMEM 
      + 10% FKS 
      +  10% HS 
      + 1% 2mM L-Glutamin 
      + 1% Pen/Strep 
      + 1% CEE 
Differenzierungsmedium (Medium B):  DMEM 
      + 2% HS 
      + 1% 2mM L-Glutamin 
      + 1% Pen/Strep 





Abbildung 4-1. Zellkulturen in Proliferationsphase unter dem Lichtmikroskop; A: vereinzelte C2C12-Zellen, B: 




Aus beiden Zellkulturen wurde jeweils eine Passage herangezogen und bei -196°C im Stick-
stofftank konserviert, sodass alle Versuchsreihen auf diese Ur-Passagen basieren. Nach se-
lektivem Auftauen wurden die Zellen entsprechend den o.g. Kulturbedingungen mit Medium 
A inkubiert. Jeden zweiten Tag erfolgte ein Mediumwechsel unter Temperaturerhaltung. 
Nach mikroskopischer Kontrolle erfolgte eine Passagierung bei konfluenter Zellausbreitung 
(in der Regel nach je 4-5 Tagen).  
 
Abbildung 4-2. Konfluente C2C12-Zellen am Tag des Versuchsbeginns (200-fache Vergrößerung). 
4.2.1 Vorbereitungen 
Zur Kultivierung und Inkubation der pM-Zellen wurden die Zellkulturflaschen zunächst mit 
einer Matrigellösung beschichtet. Kommerziell erhältliches reines Matrigel wurde dazu im 
Verhältnis 1:10 mit reinem DMEM verdünnt. Pro Kulturflasche wurden 0,5 ml der herge-
stellten Matrigellösung verwendet. Hierbei wurde auf eine gleichmäßige Benetzung geach-
tet. Im Anschluss wurden die Flaschen mind. 30 min vor Zellzugabe unter o.g. Kulturbedin-
gungen leer inkubiert. (Für die C2C12 Zellen waren keine vorbereitenden Maßnahmen er-
forderlich, sie konnten direkt in Medium A, auf den unbehandelten Flaschenboden wach-
send, inkubiert werden). 
4.2.2 Auftauen 
Die Kryoröhrchen mit den gefrorenen Zellen wurden unter warmem Wasser zunächst leicht 
angetaut, bis sich das Eis vom Rand löste und das Eispellet in 10 ml Proliferationsmedium 
(kalt) überführt werden konnte, um die Temperaturunterschiede gering zu halten. Das Zent-
rifugenröhrchen wurde sofort für 5 min bei 4°C und 425 g zentrifugiert. Das entstandene 
Zellpellet wurde im Anschluss nach Absaugen des Überstands in 10 ml warmen (37°C) 
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Proliferationsmedium resuspendiert und in Kulturflaschen überführt. Es erfolgte ein weiterer 
Wechsel des Mediums innerhalb von 24 h um letzte Reste des Einfriermediums zu entfernen. 
4.2.3 Passagieren 
Bei einer Zelldichte >90% (nach lichtmikroskopischer Kontrolle) wurde ein Passagieren der 
Zellen nötig. Hierzu wurden das vorhandene Medium entfernt und die Muskelzellen zum 
Entfernen von weiteren Stoffwechselprodukten mit 10 ml PBS gespült. Anschließend wur-
den zur Lösung der Zellen 4 ml Trypsin-Lösung (1:10) hinzugegeben und die Zellen damit 
i.d.R. für 2 min. (je nach Erfolg) inkubiert. Trypsin führt zu Spaltung extrazellulärer Pro-
teinstrukturen, lockert dadurch die Gewebestruktur und führt somit zu einer leichteren Ab-
lösung der adhärent wachsenden Zellen. Die Wirkung des Trypsins wurde im Anschluss 
durch Zugabe eines Überschusses an Medium A (hier 6 ml) gestoppt und die Zellsuspension 
in einem 50 ml Falcon für 5 min zentrifugiert. Danach wurde der Überstand abgesaugt und 
das verbleibende Pellet wurde in 10 ml Proliferationsmedium resuspendiert. Die Zellsuspen-
sion wurde anschließend in Kulturflaschen überführt. 
4.2.4 Zellzahlbestimmung 
Zur Bestimmung der Zellzahl wurde eine Neubauer-Zählkammer verwendet. Die Zellen 
wurden zunächst passagiert und anschließend in einem Zentrifugenröhrchen in 10 ml 
Proliferationsmedium gelöst. Nun wurden je 10 µl von beiden Seiten in die Zählkammer 
gegeben und die 16-Felder-Kammer unter dem Lichtmikroskop ausgezählt. Die Zellzahl 
wurde wie folgt berechnet: 
Arithmetisches Mittel aus 4 Zählquadranten x Verdünnungsfaktor (10.000) = Zellen/ml 
4.2.5 Einfrieren 
Zum Einfrieren der Zellen wurden drei verschiedene Medien benötigt, deren Zusammenset-
zung im Folgenden aufgeführt ist. 
Basismedium:   Je nach Zellart: RPMI oder DMEM mit mind. 30% FKS 
Einfriermedium I:   90% Basismedium + 10% Hepes (20 µM) 
Einfriermedium II:   70% Basismedium + 10% Hepes (20µM) + 20% DMSO 
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Alle Medien wurden kurz vor dem Einfriervorgang hergestellt. Einfriermedium I und II 
mussten auf Eis gelagert werden. Die gewünschten Kulturflaschen wurden geerntet und aus-
gezählt. Die ausgezählte Zellsuspension wurde zentrifugiert und das Zellpellet anschließend 
in 10 ml Basismedium resuspendiert. Nach erneuter Zentrifugation wurde das entsprechende 
Zellpellet in 5 ml Einfriermedium I gelöst. Zuletzt wurden je 600 µl der Zellsuspension mit 
Einfriermedium I in die bereitstehenden Kryoröhrchen gegeben und je Kryoröhrchen 600 µl 
Einfriermedium II zugegeben. Die Einfrierbox wurde initial 12 h in einem Gefrierschrank 
mit -80°C gelagert und innerhalb von 24 h in einem Stickstofftank bei -196°C zur Langzeit-
lagerung verwahrt. 
4.3 Protokolle zur Intoxikation mit Bupivacain 
Um die Wirkung der mitochondrialen Ionenkanalblocker und des Bupivacains auf die pM- 
und C2C12-Zellen in vitro zu untersuchen, wurden diese mit unterschiedlichen Konzentra-
tionen beider Stoffe unter verschiedenen Zeitbedingungen (s. Abbildung 4-3) inkubiert. 
4.3.1 Auswahl des verwendeten Bupivacain und seiner Konzentrationen 
In bereits veröffentlichen Vorarbeiten der Arbeitsgruppe konnte eine Konzentrationsabhän-
gigkeit der Bupivacain-induzierten Myotoxizität beschrieben werden [179]. Orientierend an 
den somit bereits ermittelten toxisch relevanten Lokalanästhetikakonzentrationen wurden im 
Rahmen eines Vorversuchs die verwendete Bupivacain-Konzentrationsbreite an C2C12-
Zellen zunächst eingegrenzt und dann für alle Versuchsansätze für C2C12-Zellen und pM-
Zellen verwendet.  
Die Muskelzellen wurden hierzu mit Bupivacain-Lösungen der Konzentration von 0 ppm 
(0mM), 500 ppm (1,73 mM), 1000 ppm (3,47 mM), 1350 ppm (4,68 mM), 1750 ppm (6,07 
mM) und 2500 ppm (8,67 mM) inkubiert. Für die Vorversuche wurden 24-Well-Platten ver-
wendet. Pro Well ergab sich ein Endvolumen von 1 ml, das sich zur Hälfte aus Proliferati-
onsmedium und zur anderen Hälfte aus der entsprechenden Bupivacain-Lösung zusammen-
setzte. Daher wurden reine Bupivacain-Lösungen mit den doppelten Konzentrationen ange-
setzt. Da Bupivacain in Form von Bupivacain-Hydrochlorid (BHCl)- Pulver vorlag, wurde 
in einer vorhergehenden Berechnung zunächst die Masse des reinen Bupivacain in dem vor-




Da BHCl in basischen Medien aufgrund seines pKa-Werts von 8,1 kaum löslich ist, wurde 
als Grundlage für die BHCl-Lösung ein Mediumgemisch Medium 1 hergestellt, das neben 
dem sehr basischen Proliferationsmedium (Medium A) auch einen Anteil einer Pufferlösung 
PBS enthielt, wodurch sich die Gesamtbasizität der Mischung relativierte. 
Medium 1:  PBS  +  Medium A (1:1)  
Für die jeweiligen Bupivacain-Lösungen wurde jeweils je 15 ml einer entsprechenden Ver-
dünnung angefertigt (s. Tabelle 4-1). Zudem wurde durch Zugabe von je 0,05 ml HCl 0,1M 
pro 15 ml eine vollständige Löslichkeit des BHCl gewährleistet.  
Tabelle 4-1. Verdünnungsreihe der Bupivacain-Lösungen des Vorversuchs. 
Medium 1  32 ml PBS + 32 ml Medium A 
0 ppm  15 ml Medium 1  
1000 ppm  16,9 mg BHCl + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
2000 ppm 33,79 mg BHCl  + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
2700 ppm  45,62 mg BHCl + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
3500 ppm  59,13 mg BHCl  + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
5000 ppm 84,48 mg BHCl  + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
 
Für die jeweilige Lösung wurde mit Hilfe der Feinwaage die entsprechende Menge BHCl 
eingewogen und unter sterilen Bedingungen in 14,95 ml Medium 1 und 0,05 ml HCl 0,1 M 
mit Hilfe eines Ultraschallbads gelöst. Vor Exposition der Zellen wurde die Lösung zunächst 
durch Zugabe von NaOH (1 M) auf einen annähernden neutralen pH um 7,0 bei Raumtem-
peratur gebracht. Die hierbei zugeführten NaOH-Volumina lagen im Bereich zwischen 5 µl 
bis 20 µl, sodass eine Auswirkung auf die endgültige Bupivacain-Konzentration vernachläs-
sigbar ist. Der pH-Wert wurde mit Hilfe eines pH-Meters bestimmt. 
In Anlehnung an bereits vorhandener Arbeitsprotokolle der Arbeitsgruppe wurden die 
C2C12-Zellen für zwei Stunden bei entsprechender Bupivacain-Konzentration (Medium 1) 
und in Proliferationsmedium (Medium A) inkubiert. Im Anschluss wurde das Medium voll-
ständig entfernt und durch Proliferationsmedium (Medium A) für weitere 24 h unter Kultur-
bedingungen ersetzt. Anschließend wurden die Zellen gelöst, mit Propidiumiodid/Annexin 
V angefärbt (s. Kapitel 4.4.5.24.4.5.2) und mit Hilfe der Durchflusszytometrie valuiert.  
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Anhand der Ergebnisse dieses Vorversuchs wurde die Konzentrationsbreite für Bupivacain 
auf die Konzentrationen von 0 ppm (0mM), 1000 ppm (3,47 mM), 1350 ppm (4,68 mM) 
und 1750 ppm (6,07 mM) eingegrenzt (s. Kapitel 5.1.2). 
4.3.2 Auswahl der verwendeten Blocker-Konzentrationen 
Die mPTP kann durch Cyclosporin A (CsA) blockiert werden [174,175]. Die in der Literatur 
beschriebenen erforderlichen Konzentrationen für CsA liegen bei etwa 0,5 µM [133]. Es 
wurde daher folgender Konzentrationsbereich ausgewählt: 0 µM, 0,1 µM, 0,5 µM, 1 µM 
und 5 µM. 
Der Blocker „mitochondrial apopototic inhibitor“ (iMAC) kann den MAC erfolgreich blo-
cken [176,177]. Die in der Literatur bislang erwähnten Konzentrationen für eine vollständige 
Blockade des MAC liegen zwischen 0,8 µM und 5 µM [133,176,177]. Für diese Arbeit wur-
den demnach folgender Konzentrationsbereich gewählt: 0 µM, 0,5 µM, 1 µM, 2µM und 5 
µM. 
Schließlich wurde für die Blockade des MCU der spezifische Blocker Ru360 verwendet 
[178]. In Anlehnung an die Richtwerte der Literaturinformation von Ru360 ergibt sich nach 
ca. 30 min. eine spezifische Blockade des MCU mutmaßlich bei Konzentrationen von ca. 10 
µM in intakten Myozyten [180]. Daher wurden in dieser Arbeit die Konzentrationen 0 µM, 
0,5 µM, 2,5 µM, 5 µM und 10 µM für Ru360 verwendet.  
Für alle Blockerkonzentrationen wurde eine Präinkubationszeit mit der doppelten reinen 
Blockerlösung vor Zugabe des Bupivacain verwendet, unter der Vorstellung, dass die Sub-
stanzen bis zur Erreichung ihrer maximalen Wirkung am Bestimmungsort eine gewisse Zeit-
spanne benötigen. Diese Zeiten sind bislang nicht näher quantifiziert worden. Lediglich die 
Literaturinformation von Ru360 liefert einen vergleichbaren Ansatz von ca. 30 min [180]. 
Es wurden daher jeweils mehrere unterschiedliche Zeitspannen der Präinkubation betrachtet: 
0 min, 15 min, 30 min und 60 min.  
4.4 Versuchsdurchführung 
Im Rahmen der Versuchsdurchführung wurden Myozyten mit unterschiedlichen verdoppel-
ten Blocker-Konzentrationen und verschiedenen Präinkubationszeiten (0 min, 15 min, 30 
min, 60 min) inkubiert und nach Präinkubation in einer Bupivacain-haltigen Lösung unter-
schiedlicher Konzentrationen (0 ppm, 1000 ppm, 1350 ppm, 1750 ppm) zusammen mit der 
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normalen Blocker-Konzentration für weitere zwei Stunden inkubiert. Anschließend wurden 
die Zellen in eine 24-stündige Erholungsphase überführt, nach der sie anschließend mit den 
Farbstoffen Annexin V/FITC (Annexin) und Propidium-Iodid (PI) gefärbt und mittels 
Durchflusszytometrie differenziert wurden. Beurteilt wurde der Anteil apoptotischer (An-




4.4.1 Einflussfaktoren und Fehlerquellen in der Versuchsanordnung 
4.4.1.1 Der Einfluss des Lösungsmittels DMSO 
CsA und iMAC wurden aufgrund ihrer Lipophilie in DMSO (0,12 % -ige Lösung für CsA 
und 0,139 % -ige Lösung für iMAC) gelöst. Das Lösungsmittel DMSO gilt als potentiell 
zelltoxische (insbesondere durch Apoptoseinduktion) [181]. Ein Einfluss von DMSO im 
Kontext dieser Arbeit wurde in Vorversuchen ausgeschlossen (s. Kapitel 5.1.3.). 
Abbildung 4-3. Schematische Darstellung des Versuchsprotokolls der Vor- und Hauptversuche. 
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Ru360 wurde in destilliertem autoklavierten Wasser gelöst. Das verwendete Proliferations-
medium selbst enthielt zum größten Teil Wasser, mit einer toxischen Wirkung von Ru360 
war somit nicht zu rechnen. Aus Gründen der Vollständigkeit wurden im Vorfeld ebenfalls 
Untersuchungen mit einer Proliferationsmedium-Lösung (zu 0,551% mit destillierter auto-
klavierten H2O -Lösung verdünnt) durchgeführt. Sowohl bei C2C12- als auch den pM-Zel-
len ergaben sich keine Veränderungen der Anteile Annexin+- oder PI+-Zellen (Daten nicht 
gezeigt).  
4.4.1.2 Der Einfluss der mitochondrialen Blockerlösungen 
Im Vorfeld wurde ein toxischer Einfluss der reinen Blockerlösungen auf beide Zellpopula-
tionen ausgeschlossen. Alle verwendeten Blocker greifen in den Ionenstoffwechsel des Mi-
tochondriums ein und können dadurch potentiell die Zellhomöostase stören. Es wurde dies-
bezüglich für jede Versuchskonstellation der Effekt der reinen Blockerlösungen auf beide 
Zelllinien mituntersucht. Ein Einfluss von CsA, iMAC und Ru360 auf die Fragestellung 
konnte dadurch im Vorfeld ausgeschlossen werden. 
4.4.2 Herstellung der Medien 
Für einen Ansatz der Versuchsreihe wurden drei 24-Wellplatten verwendet. Pro Lösungsan-
satz wurde ein Gesamtvolumen von 1 ml gewählt. Dieses setzte sich aus der Bupivacain-
Lösung und der Blockerlösung zusammen. Es wurden entsprechend des gewählten Gesamt-
volumens sowohl Bupivacain-Lösungen als auch Blocker-Lösungen in höherer Konzentra-
tion vorbereitet, sodass nach Mischung eine korrekte Konzentration beider Bestandteile im 
Lösungsgemisch vorlag. 
4.4.2.1 Bupivacain-Lösungen im Hauptversuch 
Anhand der Vorversuche wurden Bupivacain-Konzentrationen von 0 ppm (0mM), 1000 
ppm (3,47 mM), 1350 ppm (4,68 mM) und 1750 ppm (6,07 mM) festgesetzt. Analog zur 
Herstellung der Vorversuchs-Lösungen wurden auch in den Hauptversuchen wieder reine 
Bupivacain-Lösungen in doppelter Konzentration hergestellt (s. Tabelle 4-2). 
Tabelle 4-2. Verdünnungsreihe der Bupivacain-Lösungen des Hauptversuchs 
Medium 1  32 ml PBS + 32 ml Medium A 
0 ppm  15 ml Medium 1  
2000 ppm 33,79 mg BHCl  + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
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2700 ppm  45,62 mg BHCl + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
3500 ppm  59,13 mg BHCl + 14,95 ml Medium 1  + 0,05 ml HCl 
4.4.2.2 Cyclosporin A-Lösungen 
CsA (5 mg) wurde zunächst in 0,5 ml DMSO in Lösung gebracht. Für die Versuchsdurch-
führung waren Lösungen der Konzentrationen 0,2 µM, 1 µM, 2µM und 10 µM erforderlich. 
Als Ausgangslösung wurden zunächst 13,5 ml einer Stammlösung der Konzentration 10 µM 
hergestellt, aus der die übrigen benötigten Lösungen am Versuchstag verdünnt wurden. (Da 
die Stammlösungen einen DMSO-Gehalt von 0,12% DMSO enthielt, wurden auch die übri-
gen CsA-Lösungen durch Zugabe von DMSO entsprechend an diesen Prozentsatz angegli-
chen). Als Kontrolllösung (= 0 µM CsA) wurden sowohl ein reines Proliferationsmedium 
(Medium A), als auch eine DMSO-Lösung (0,12%) verwendet (s. Tabelle 4-3). 











13,48 ml Medium A 
  
       
0,2µM: 0,18 ml  Stammlö-
sung 
+ 8,80 ml Medium A + 10,60 µl 
DMSO 
1 µM: 0,9 ml  Stammlö-
sung 
+ 8,09 ml Medium A + 9,74 µl DMSO  
2 µM: 1,8 ml  Stammlö-
sung 
+ 7,19 ml Medium A + 8,66 µl DMSO  
DMSO:    9,98 ml  
Medium A 
+ 12 µl DMSO 
Medium A:     9 ml Medium A   
4.4.2.3 iMAC-Lösungen 
Auch iMAC (5 mg) wurde in DMSO (1ml) gelöst. Für die Versuchsdurchführung wurden 
Lösungen der Konzentrationen 1 µM, 2 µM, 4 µM und 10 µM hergestellt. Zunächst wurden 
17,5 ml einer 10 µM-Stammlösung hergestellt. Die übrigen Lösungen wurden über eine Ver-
dünnungsreihe generiert. Da die Stammlösungen einen DMSO-Gehalt von 0,139 % enthiel-
ten, wurden auch hier die weiteren Lösungen entsprechend adaptiert. Ebenfalls wurde als 
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Kontrolllösung (= 0µM iMAC) sowohl eine 0,139%-ige DMSO-Lösung, als auch reines 
Proliferationsmedium (Medium A) verwendet (s. Tabelle 4-4). 











17,47 ml Medium 
A 
  
       
1 µM: 1ml  Stammlösung + 9 ml Medium A + 12,52 µl 
DMSO  
2 µM: 2ml  Stammlösung + 8 ml Medium A + 11,12 µl 
DMSO 
4 µM: 4ml  Stammlösung + 6 ml Medium A  + 8,34 µl DMSO  
DMSO:    9,98 ml Medium 
A 
+ 13,9 µl DMSO 
Medium A:     9 ml Medium A   
4.4.2.4 Ru360-Lösungen 
Ein Milligramm des Blockers Ru360 wurde in 1 ml sterilisiertem Aqua dest. (H2O) gelöst. 
Zur Versuchsdurchführung wurden Lösungen der Konzentration 0,5 µM, 2,5 µM, 5 µM und 
10 µM aus einer Stammlösung (10µM) vorbereitet. Die Konzentrationen 0,5 µM, 2,5 µM 
und 5 µM wurden aus einer vorher hergestellten Stammlösung von 10 µM verdünnt. Die 
verwendete Kontrolllösung (= 0 µM Ru360) entsprach hier entweder reinem Proliferations-
medium (Medium A) oder aber Proliferationsmedium, das mit dem entsprechenden Lö-
sungsmittel (hier Aqua dest.) verdünnt wurde (s. Tabelle 4-5). 












16,40 ml Medium 
A 
  
       
5 µM: 4,50 ml  Stammlösung + 4,47 ml Medium A  + 24,8 µl H2O 
2,5 µM:  2,25 ml Stammlösung + 6,71 ml Medium A + 37,2 µl H2O 
0,5 µM:  0,45 ml Stammlösung + 8,50 ml Medium A + 47,1 µl H2O 
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Dehydr. H2O:    9,94 ml Medium A + 55,1 µl H2O 
Medium A:     9 ml Medium A   
4.4.3 Vorbereitung der Zellen 
Zunächst wurde die Zellzahl bestimmt und die Zellen in Proliferationsmedium (Medium A) 
in einer Dichte von 250.000 Zellen pro 1 ml und Well in vier 24-Well-Platten ausgesät und 
unter konventionellen Bedingungen im Brutschrank bis zur Konfluenz inkubiert (= Ver-
suchstag 1). Dafür waren im Verlauf je nach Wachstumsrate unterschiedlich lange Inkuba-
tionszeiten nötig (bei C2C12-Zellen etwa 24 h, bei pM-Zellen ca. 3-5 Tage). Eine regelmä-
ßige Kontrolle der Zelldichte erfolgte unter dem Lichtmikroskop. Der Tag, an dem die Zellen 
ausreichend konfluent waren wird als Versuchstag 2 bezeichnet. 
4.4.4 Exposition der C2C12- und pM-Zellen mit den Bupivacain-Lösungen und den 
mitochondrialen Blocker-Lösungen  
An Versuchstag 2, wurde das Proliferationsmedium der bis dahin konfluent gewachsenen 
Zellen durch je 1 ml Differenzierungsmedium ersetzt, um die Ausdifferenzierung der Zellen 
in reife Myozyten mit regelrecht entwickelten Zellorganellen zu erreichen. Gleichzeitig wur-
den die Lösungen entsprechend den o.g. Schemata hergestellt und für 24 h bei + 4 °C gela-
gert.  
Nach 24 Stunden Differenzierung (= Versuchstag 3) wurden zunächst die Lösungen im Was-
serbad bei 37°C angewärmt und anschließend die Exposition der Myozyten mit Lokalanäs-
thetikum und mitochondrialen Blockerlösungen durchgeführt: Hierzu wurde konkret je eine 
zellbesetzte Well-Platte für 0, 15, 30 und 60 min. (= Präinkubationszeit) mit entsprechender 
Blockerlösung (in aufsteigender Konzentration versetzt). Anschließend wurden die Bu-
pivacain-Lösungen (in ebenfalls aufsteigender Konzentration) hinzugefügt und die Platten 
unter Kulturbedingungen für zwei Stunden inkubiert. Nach Ablauf der Inkubationszeit wur-
den die überstehenden Lösungen abgesaugt und durch je 1 ml Proliferationsmedium ersetzt. 
Aufgrund der aus bisherigen Untersuchungen beobachteten Latenzzeit für apoptotische Me-
chanismen erfolgte anschließend eine weitere Inkubation für 24 Stunden [179]. 
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4.4.5 Durchflusszytometrie  
4.4.5.1 Vorbereitungen 
Nach Ende der Latenzzeit wurden die Lösungen aus den 24-Well-Platten in bereitstehende 
FACS®-Röhrchen überführt. Durch Zugabe von 0,3 ml Trypsin pro Well für 2 min. wurden 
adhärente Zellen abgelöst. Nach mikroskopischer Kontrolle wurde die Trypsin-Reaktion mit 
je 0,5 ml Proliferationsmedium abgestoppt. Anschließend wurde die Zellsuspension zu den 
Überstanden hinzugefügt um eine möglichst vollständige Erfassung zu gewährleisten. Nach 
Zentrifugation (5 min, 425 g bei Raumtemperatur) wurde das entstandene Zellpellet in 100 
µl Bindepuffer (Bindepuffer aus FITC Annexin V Apoptosis Detection Kit I von BD Phar-
mingen™ 1: 10 mit Aqua dest.) in Lösung gebracht. 
4.4.5.2 Färbung apoptotischer/nekrotischer Zellen 
Sowohl Nachweis als auch Unterscheidung apoptotischer und direkt-nekrotischer Zellschä-
digung erfolgte mit Hilfe des FITC Annexin V Apoptosis Detection Kit I (BD Pharmin-
gen™), das als Nachweisprinzip eine Markierung der entsprechenden Zellen durch die Sub-
stanzen Annexin V und Propidium-Iodid (PI) beinhaltet. Annexin V ist ein Phopshoplipid-
bindendes Protein, das mit hoher Affinität an das membranständigen Phospholipid Phos-
phadidylserin bindet, welches selektiv im Rahmen apoptotischer Prozesse an der äußeren 
Membranoberfläche exprimiert wird [182]. PI ist eine Substanz, die nach nekrotischer Zell-
schädigung und der damit verbundenen Permeabilitätserhöhung der Zellmembran ins Zell-
innere diffundiert und dort an doppelsträngige DNA oder rRNA bindet [182]. 
Für die FACS®-Analyse wurden initial „Referenzwerte“ generiert. Hierzu wurde zur Kon-
trollprobe ohne Bupivacain (ohne Blocker und ohne Präinkubation) 0,4 ml Bindepuffer pi-
pettiert. Diese Lösung wurde dann analog der entsprechenden Herstelleranleitung des FITC 
Annexin V Apoptosis Detection KIT I in Leerwert, Annexin-Wert (mit 5 µl Annexin V-
Lösung) und PI-Wert (mit 5 µl PI-Lösung) geteilt. Die Referenzmessung erfolgte nach 15-
minütiger Inkubation bei Raumtemperatur (25 °C) im Dunkeln und nach Zugabe von weite-
ren 100 µl Bindepuffer.  
4.4.5.3 Methode Durchflusszytometrie 
Die Durchflusszytometrie ist eine Technik zur Sortierung und Messung von zuvor gefärbter 
Zellen, die im Rahmen der Messung einen fokussierten Laserstrahl passieren. Hierbei wird 
Streulicht und Fluoreszenzlicht separat detektiert [183].  
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4.4.5.4 Auswertung der Durchflusszytometrie 
Die Auswertung der Durchflusszytometrieergebnisse erfolgte Software-basiert mit dem Pro-
gramm FlowJo®. Betrachtet wurde der Anteil vitaler Zellen (PI−/Annexin−-Zellen), der An-
teil apoptotischer Zellen (Annexin+ -Zellen unabhängig ihres PI-Färbeverhaltens) und der 
Anteil primärnekrotischer Zellen (PI+/Annexin−-Zellen). Hierzu wurde das Messfeld zu-
nächst (anhand der Referenzwerte) in vier Quadranten eingeteilt und der Anteil der Zellen 
pro Quadrat an der Gesamtzellzahl bestimmt (s. Abbildung 4-4). 
 
Abbildung 4-4. Auswertung der Durchflusszytometrie mittels FlowJow® am Beispiel von C2C12-Zellen bei Bupivacain 
1750 ppm zum Inkubationszeitpunkt 0 mit CsA = 0 µM. Schritt 1: Gating der gewünschten Zellpopulation; Schritt 2: 
Eichung der Rastereinteilung anhand 1. PI−/Annexin−-Zellen, 2. PI+/Annexin−-Zellen, 3. PI−/Annexin+-Zellen; Schritt 3: 
Anwendung der Rastereinteilung an der C2C12-Zellen, die mit einer Bupivacain-Konzentration von 1750 ppm zum Inku-
bationszeitpunkt 0 ohne CsA-Lösung zunächst für 2 h und anschließend für 24 h mit Proliferationsmedium inkubiert wur-




4.5 Statistische Methoden 
Die statistische Auswertung aller Ergebnisse erfolgte Software-basiert mit „IBM SPSS Sta-
tistic Version 21“. 
Die Testung auf Vorliegen einer Normalverteilung innerhalb der Stichprobe erfolgte mit 
Hilfe des Shapiro-Wilks-Tests, die Überprüfung der Varianzhomogenität wurde mittels Le-
vene-Test untersucht. Im Falle normalverteilter Daten wurden entsprechende Gruppenunter-
schiede mit ANOVA und Dunnett-T3-Test (bei Varianzungleichheit) valuiert, andernfalls 
mit Hilfe des Kruskal Wallis-Tests mit anschließender Post-Hoc-Analyse über Dunnett-T3-
Test. 
Primär wurde der Anteil Annexin+-Zellen an der Gesamtzellzahl betrachtet und dargestellt. 
Dieser Anteil wird im Folgenden als Gesamtapoptose bezeichnet. Außerdem wurden die 
Anteile der PI+/ Annexin−- Zellen (primär nekrotische Zellen) und der PI−/Annexin−-Zellen 
(vitale Zellen) ausgewertet. Unterschieden sich die Werte der betrachteten Gruppen mit p ≤ 
0,05 wurden sie als signifikant bezeichnet.  
In den Abbildungen sind Mediane, oberes und unteres Quartil sowie die Extremwerte und 
Ausreißer aus mindestens 4 unabhängigen Experimenten dargestellt. Ausreißer werden in 
den Diagrammen als ○ dargestellt. Als Ausreißer sind hierbei diejenigen Werte definiert, die 
zwischen dem 1,5- und 3-fachem oberhalb bzw. unterhalb der 75% bzw. 25%-Perzentile 
liegen. Außerdem wurde die Signifikanz in den Diagrammen symbolisch dargestellt (* p ≤ 
0,05, ** p ≤ 0,01, *** p ≤ 0,001).  
Die Tabellen stellen ebenfalls Median sowie Interquartilbereich aus mind. 4 unabhängigen 
Experimenten dar. Außerdem zeigen sie Werte der Kruskal-Walis-Berechnung und der A-
NOVA-Berechnung sowie die jeweiligen p-Werte aus der Post-Hoc-Analyse (berechnet mit-
tels Dunnett-T3-Test). Betrachtet wurden hierbei ausschließlich Unterschiede zum Refe-
renzwert der Bupivacain-Gruppe (Bupivacain-Konzentration von 0, 1000, 1350 oder 1750 




In der vorliegenden Arbeit wurde der Einfluss selektiver mitochondrialer Ionenkanalblo-
ckade auf das Apoptoseverhalten von murinen Myozyten unter Bupivacain-Exposition un-
tersucht.  
5.1 Nachweis der Myotoxizität von Bupivacain und Festsetzung der Bu-
pivacain-Konzentration 
5.1.1 Morphologische Zellveränderungen nach Bupivacain-Intoxikation 
Morphologische Veränderungen korrelierend zur Zellschädigung unter Einfluss von Lokal-
anästhetika sind bereits mehrfach histopathologisch beschrieben worden [40–43]. Im Rah-
men der Versuchsdurchführung wurden daher regelmäßige auch lichtmikroskopisch erfass-




Abbildung 5-1. Mikroskopische Betrachtung der Zellkulturen am Beispiel von C2C12-Zellen unter 1350 ppm Bupivacain 
(200-fache Vergrößerung). A: konfluenter Zellteppich vor Bupivacain-Exposition, B: C2C12-Zellen nach 2-stündiger Ex-
position mit Bupivacain 1350 ppm, C: C2C12-Zellen nach 2 h Exposition mit Bupivacain und anschließender 24-stündiger 
Inkubationszeit mit Proliferationsmedium 
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Abbildung 5-1 zeigt am Beispiel von C2C12-Zellen die Veränderungen der Zellmorphologie 
während des Intoxikationszyklus. Vor Zugabe der Bupivacain-Lösung zeigte sich ein kon-
fluenter und adhärenter Zellteppich (s. Abbildung 5-1A). Nach 2-stündiger Exposition mit 
Bupivacain veränderten die Zellen ihre Form, quollen auf und lösten sich aus dem Zellver-
band (s. Abbildung 5-1B). Nach Entfernung der Lokalanästhetikalösung und 24-stündiger 
Inkubation in Proliferationsmedium konnte zum Teil ein Rückgang in die längliche Muskel-
zell-typische Form beobachtet werden (s. Abbildung 5-1C).  
5.1.2 Nachweis der Myotoxizität mithilfe der Durchflusszytometrie 
5.1.2.1 Myotoxizität von Bupivacain bei C2C12-Zellen in der Durchflusszytometrie 
Abbildung 5-2 zeigt, dass niedrige Bupivacain-Konzentrationen bis 1000 ppm bei den 
C2C12-Zellen im Vergleich zur Kontrollgruppe zu keiner signifikanten Zunahme des An-
teils Annexin+-Zellen führte. Bei höheren Bupivacain-Konzentrationen (1350 ppm, 1750 
ppm und 2500 ppm) konnte eine signifikante und konzentrationsabhängige Zunahme der 




Abbildung 5-2. Anteil Annexin+-Zellen an Gesamtpopulation bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain 
und anschließender 24-stündiger Inkubationszeit in Proliferationsmedium.  
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Tabelle 5-1 zeigt die Abhängigkeit primär nekrotische Schädigung von der verwendeten Bu-
pivacain-Konzentration. Der Anteil der PI+/Annexin−-Zellen (primär nekrotische Zellen) bei 
Konzentrationen bis 1000 ppm Bupivacain unterschied sich nicht von der Kontrollgruppe, 
stieg jedoch bei 1350 ppm Bupivacain sprunghaft und signifikant an, um dann wiederum 
zugunsten der Annexin+-Zellen abzunehmen.  
Der Anteil der PI−/Annexin−-Zellen (vitale Zellen) nahm bei Bupivacain-Konzentrationen 
ab 1350 ppm signifikant im Vergleich zur Kontrollgruppe ab. 
Tabelle 5-1. Anteile PI+/Annexin− - und PI−/Annexin−-Zellen an Gesamtpopulation bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger 
Inkubation mit Bupivacain und anschließender 24-stündiger Inkubationszeit in Proliferationsmedium.  
  
Anteil PI−/Annexin−-Zellen  
an Gesamtpopulation [%] 
[Median (IQR)] 
 
Anteil PI+/Annexin−-Zellen  








   





0 87,70 (8,85) 2,71 (3,99) 
500 91,60 (19,3) 3,47 (4,24) 
1000 91,90 (5,25) 3,91 (2,45) 
1350 4,33 (2,39) 54,50 (18,15) 
1750 10,80 (12,43) 30, 55 (23,10) 
2500 
 
2,71 (2,43) 2,56 (11,10) 
 
p-Wert       
Kruskal 
Wallis-Test   
<0,001 <0,001 




500 0,715 1,000 
1000 0,626 0,999 
1350 <0,001 0,004 





Die Vorversuche mit den C2C12-Zellen zeigten, dass das zugrundeliegende Versuchsmodell 
funktioniert. Bupivacain induzierte in unserem Modell eine konzentrationsabhängige Zu-
nahme der Apoptose, während nekrotische Effekte sowie der Anteil vitaler Zellen zugleich 
abnahmen.  
Da durch gezielte Inhibitionseffekte insbesondere die Veränderung des Apoptoseverhaltens 
untersucht werden sollte, wurde die Konzentrationsbreite von Bupivacain anhand der obigen 
Ergebnisse der C2C12-Zellen auf 0 ppm, 1000 ppm, 1350 ppm und 1750 ppm festgesetzt.  
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5.1.2.2 Myotoxizität von Bupivacain bei pM-Zellen in der Durchflusszytometrie 
Aus Abbildung 5-3 ist ersichtlich, dass bei pM-Zellen bereits eine Bupivacain-Konzentra-
tion von 1000 ppm zu einer signifikanten Zunahme der Gesamtapoptose (Anteil der An-




In Tabelle 5-2 zeigt sich der Anteil der primär nekrotischen Zellen (PI+/ Annexin−-Zellen) 
ohne signifikante Veränderungen innerhalb der unterschiedlichen Bupivacain-Konzentrati-
onsbereiche.  
Der Anteil PI−/Annexin−-Zellen reduzierte sich ab einer Konzentration von 1000 ppm signi-
fikant zur Kontrollgruppe (s. Tabelle 5-2). Hier stabilisierte er sich auf einem niedrig kon-





Abbildung 5-3. Anteil Annexin+-Zellen an Gesamtpopulation bei pM-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain 
und anschließender 24-stündiger Inkubationszeit in Proliferationsmedium.  
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Tabelle 5-2. Anteil PI+/Annexin−- und PI−/ Annexin−- Zellen an Gesamtpopulation bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger 
Inkubation mit Bupivacain und anschließender 24-stündiger Inkubationszeit in Proliferationsmedium.  
  
PI−/Annexin−-Zellen  
an Gesamtpopulation [%] 
[Median (IQR)] 
 
PI+/Annexin−- Zellen  

















1000 6,00 (8,35) 6,05 (39,71) 
1350 4,51 (4,75) 5,64 (9,46) 




p-Wert    
 
Kruskal  
Wallis-Test   
<0,001 0,593 




1000 <0,001 0,374 








Im Vergleich zu den C2C12-Zellen reagierten die pM-Zellen sensibler auf Intoxikation mit 
Bupivacain. Bereits bei einer Konzentration von 1000 ppm konnte bei den pM-Zellen einen 
Anstieg des Anteils apoptotischen Zellen erreicht werden. Die Wirkung von Bupivacain war 
außerdem nicht konzentrationsabhängig, sondern bereits ab 1000 ppm voll ausgeprägt. Bei 
den C2C12-Zellen zeigte sich eine spätere und konzentrationsabhängige Steigerung der Ge-
samtapoptose. 
5.1.3 Der Einfluss der Lösungsmittel Dimethylsulfoxid (DMSO)  
Aus Abbildung 5-4 wird ersichtlich, dass eine 60-minütige Inkubation mit DMSO-Lösung 
keinen Einfluss auf den Anteil Annexin+-Zellen in beiden Zellpopulationen hatte. Auch bei 
anderen Inkubationszeiten konnten keine signifikanten Effekte auf die Zellpopulationen ge-
zeigt werden (Daten nicht dargestellt). Ebenso blieben die Anteile vitaler und primär nekro-
tischer Anteile unabhängig der angewandten Inkubationsdauer konstant, sodass mit keiner 






5.2 Einfluss selektiver mitochondriale Ionenkanal-Blockade 
5.2.1 Einfluss von CsA auf die Bupivacain-induzierte Apoptose  
Zunächst zeigte sich bei den reinen Bupivacain-Intoxikationen (CsA = 0 µM) die erwartete 
konzentrationsabhängige Zunahme des Anteils Annexin+-Zellen und damit eine Zunahme 
der Gesamtapoptoserate sowohl bei den C2C12-Zellen als auch bei den pM-Zellen. Ferner 
hatte CsA (ohne vorhandene Bupivacain-Lösung) unabhängig von Konzentration und Präin-
kubationszeit keinen eigenen Einfluss auf den Anteil Annexin+-Zellen.  
Bei einer mittleren Bupivacain-Konzentration von 1000 ppm führte die Zugabe von CsA 
ohne Präinkubation bei C2C12-Zellen zu einer leichten Steigerung des Anteils Annexin+-
Abbildung 5-4. Einfluss von DMSO den Anteil Annexin+-Zellen bei C2C12- und pM-Zellen nach 3-stündiger Inkubation 
mit DMSO und 24-stündiger Inkubation in Proliferationsmedium. A, B: bei C2C12-Zellen, C, D: bei pM-Zellen 
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Zellen, mit Signifikanz ab einer CsA-Konzentration von 5 µM im Vergleich zur Kontrolle 
(Abbildung 5-5B). In den Gruppen mit längeren Präinkubationszeiten war dieser Effekt in 




Korrelierend hierzu war bei C2C12-Zellen - bei global unverändertem Anteil primär nekro-
tischer Zellen - die insgesamte Abnahme vitaler Zellen zu beobachten (s. Tabelle 5-3). Bei 





Abbildung 5-5. Anteil Annexin+-Zellen bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und CsA (ohne 
Präinkubationszeit) und 24-stündiger Inkubation in Proliferationsmedium.  
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Tabelle 5-3. Anteil PI−/Annexin−-Zellen bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und CsA (ohne 
















0 87,70 (8,85) 91,90 (5,25) 4,33 (2,39) 10,80 (12,43) 
0,1 88,80 (8,97) 91,20 (6,35) 5,85 (3,56) 11,60 (21,05) 
0,5 83,10 (15,80) 75,40 (38,20) 5,57 (3,55) 4,00 (18,32) 




83,40 (11,80) 64,10 (37,35) 4,33 (2,42) 4,44 (5,72) 
 
p-Wert 
         
Kruskal Wal-
lis-Test   0,040 0,002 0,353 0,051 
            
post-hoc Dun-
nett T3 -Test 
0,1 1,000 0,893 0,931 0,918 
0,5 0,359 0,023 0,857 1,000 
1 0,827 0,014 0,762 1,000 
5 0,749 0,002 1,000 0,995 
 
 
Bei Bupivacain-Konzentrationen von 1350 ppm und 1750 ppm ergaben sich Zellmodell-
unabhängig keine signifikanten Veränderungen der Bupivacain-induzierten Myotoxizität 
unter dem Einfluss von CsA. Die Anteile apoptotischer, primär nekrotischer und vitaler Zel-
len waren konstant (s. Tabelle 5-4, Tabelle 5-5). 
Auffällig war lediglich eine nicht signifikante Reduktion der Gesamtapoptose bei aus-
schließlich C2C12-Zellen, die mit 1750 ppm Bupivacain und 5 µM CsA bei einer CsA-






Tabelle 5-4. Annexin+-Zellen bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und CsA und 24-stündiger 






Tabelle 5-5. Annexin+-Zellen bei pM-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und CsA und 24-stündiger Inku-
bation in Proliferationsmedium. 
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5.2.2 Einfluss von iMAC auf die Bupivacain-induzierte Apoptose 
Bei alleiniger Inkubation mit Bupivacain in der Kontrollgruppe (iMAC = 0 µM) zeigte sich 
die erwartete konzentrationsabhängige Zunahme des Anteils Annexin+-Zellen und damit 
eine Zunahme der Gesamtapoptose sowohl bei C2C12-Zellen als auch pM-Zellen. Ebenso 
ist festzustellen, dass die alleinige Zugabe von iMAC keinen signifikanten Einfluss auf den 
Anteil Annexin+-Zellen in allen Versuchsabschnitten hatte. Innerhalb der Bupivacain-Grup-
pen (1000 ppm, 1350 ppm, 1750 ppm) ließen sich weder bei C2C12-Zellen noch bei pM-
Zellen signifikante Veränderungen der Anteile Annexin+-Zellen nach Zugabe von iMAC 
unterschiedlicher Konzentrationen beobachten (s. Tabelle 5-6, Tabelle 5-7). 
Die Anteile der PI+/Annexin−-Zellen (primär nekrotische Zellen) und der PI−/Annexin−-Zel-
len (vitale Zellen) blieben unverändert, sodass insgesamt kein signifikanter Einfluss von 







Tabelle 5-6. Annexin+-Zellen bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und iMAC und 24-stündiger 






Tabelle 5-7. Annexin+-Zellen bei pM-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und iMAC und 24-stündiger Inku-
bation in Proliferationsmedium. 
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5.3 Einfluss von Ru360 auf die Bupivacain-induzierte Apoptose 
Die Exposition mit Bupivacain führte sowohl bei C2C12-Zellen als auch bei pM-Zellen zu 
einer erhöhten Lokalanästhetika-induzierten Myotoxizität und gesteigerten Apoptoserate, 
wenngleich in dieser Versuchsreihe sehr variierende Apoptoseraten festzustellen waren. Die 
alleinige Inkubation mit Ru360 beeinflusst das Zellüberleben von Myozyten nicht.  
Unabhängig von Bupivacain-Konzentrationen und Zellart zeigte sich keine signifikante Re-
duktion der Apoptoserate (Anteil Annexin+-Zellen) bei zusätzlicher Inkubation mit Ru360. 
Dieses Ergebnis war bei allen Ru360-Präinkubationszeiten und Ru360-Konzentrationen 
identisch (s. Tabelle 5-8, Tabelle 5-9). 
Es zeigte sich lediglich bei einer Konzentration von 1350 ppm eine signifikante Reduktion 
primär nekrotischer Effekte (PI+/Annexin−-Zellen) bei Inkubationszeiten von 15 min, 30 min 
und 60 min in unterschiedlichen Ru360-Konzentrationsbereichen (s. Tabelle 5-10). Der An-







Tabelle 5-8. Annexin+-Zellen bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und Ru360 und 24-stündiger 













































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































   










































































Tabelle 5-9. Annexin+-Zellen bei pM-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und Ru360 und 24-stündiger In-





Tabelle 5-10. PI+/Annexin−-Zellen bei C2C12-Zellen nach 2-stündiger Inkubation mit Bupivacain und Ru360 und 24-stün-









































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































   














   










































































































































































































































































   
















































Im Gegensatz zur systemischen Toxizität von Lokalanästhetika, die klinisch hinreichend be-
kannt und pathomechanistisch bereits in Teilen untersucht ist, sind die Mechanismen der 
lokalen Toxizität bisher kaum geklärt. Der Fokus der hier vorliegenden Arbeit liegt hierbei 
insbesondere auf der Myotoxizität von Lokalanästhetika [47]. Von allen klinisch relevanten 
Lokalanästhetika gilt Bupivacain hierbei als das Lokalanästhetikum mit dem größten my-
otoxischen Potential [35]. Obwohl der genaue Pathomechanismus bisher nicht verstanden 
ist, ist bekannt, dass die Myotoxizität nicht allein auf eine direkte Zellschädigung durch Lo-
kalanästhetika, sondern auch auf deren Einfluss auf die Ca2+-Homöostase und die Induktion 
von Apoptosekaskaden zurückzuführen ist [53–55]. Eine wesentliche Rolle scheint den Mi-
tochondrien zuzukommen [46]. Ca2+-abhängige mitochondriale Mechanismen können über 
eine Beteiligung verschiedener intramitochondrialer Ionen- und Transportkanäle wie den 
„mitochondrial-apoptosis channel“, „mitochondrial Permeabililty Transition Pore“ oder 
den „mitochondrial calcium uniporter“ zur Apoptose der Zellen führen [118,119].  
In der vorliegenden Arbeit wurde durch die Modifikation mitochondrialer Ionenkanäle die 
Myotoxizität von Bupivacain untersucht um hierüber einen Beitrag zur Erforschung der Pa-
thomechanismen der Myotoxizität zu leisten.  
6.1 Nachweis der Myotoxizität und Auswahl der Bupivacain- Konzentra-
tionen 
In der vorliegenden Arbeit wurde mit einem 2D-Zellkultur-Modell gearbeitet. Die Myozyten 
breiten sich als einzellige Schicht aus, sodass die Dreidimensionalität der in vivo-Situation 
unbeachtet bleibt. Auch physiologische und pharmakologische Faktoren wie die Verteilung 
oder Resorption des Lokalanästethikums fließen in ein derartiges Modell nicht ein. Zur Be-
antwortung der vorliegenden Fragestellung sind diese Faktoren jedoch nicht primär entschei-
dend. 2D-Zellkultur-Modelle sind breit etabliert und bieten damit eine gute Vergleichs-
grundlage. Daher sind sie im Rahmen dieser und ähnlicher Arbeit vergleichsweise gut und 
einfach anwendbar. Innerhalb der Arbeitsgruppe wurde zur Betrachtung der apoptotischen 
Effekte ein Versuchsmodell mit 2-stündiger Bupivacain-Inkubation und einer anschließen-
den Erholungszeit von 24 h etabliert [184]. Mittels Durchflusszytometrie wurden die Anteile 
apoptotischer, primär nekrotischer und vitaler Zellen gemessen. Die Versuchsanzahl wurde 
auf mindestens 4 Versuchsreihen pro Vergleichsgruppe festgesetzt, sodass im Mittel über 96 
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Einzelmessungen je Blockergruppe (CsA, Ru360, iMAC) erfolgten (exklusive Vorversu-
che). Insgesamt konnten in den Versuchsreihen viele Effekte leider nur tendenziell beobach-
tet werden, ohne statistische Signifikanz zu erreichen. Hierzu sind Folgeversuche mit höhe-
ren Fallzahlen oder aber auch eine feinere Abstimmung der verwendeten Konzentrationsrei-
hen notwendig und sinnvoll. 
In der vorliegenden Arbeit konnte die mikroskopische Betrachtung der C2C12- und der pM-
Zellen zeigen, dass die 2-stündige Inkubation mit Bupivacain in vitro zu einer unspezifischen 
Schädigung der myozytären Zellverbände führt. Die Zellen lösten sich aus ihren Verbänden, 
kugelten sich ab und schwammen vereinzelt im Medium. Dieses Phänomen war nach 24 h 
teilweise reversibel und die Zellverbände mit der typischen Muskelstruktur wiederherge-
stellt. In der Literatur wurden derartige Beobachtungen noch nicht formuliert. Die in der 
vorliegenden Arbeit beobachteten Effekte nach Bupivacain-Intoxikation sind im Hinblick 
auf das gewählte 2D-Zellkulturmodell jedoch vermeintlich als Bestätigung der Toxizität zu 
werten. In der Literatur wurde bereits anhand verschiedener in-vivo-Tiermodelle insbeson-
dere nach intramuskulärer Bupivacain-Injektion elektronen- und lichtmikroskopisch nach-
gewiesen, dass Bupivacain unspezifische myotoxische Reaktionen hervorruft. Die ultra-
strukturellen Veränderungen wurden ausführlich beschrieben. Diese reichen von irreversib-
len Myonekrosen über apoptotische Prozesse bis hin zur vollständigen Regeneration des 
Muskelgewebes nach bis zu 4 Wochen [40–42].  
Mittels Durchflusszytometrie wurde in der vorliegenden Arbeit der Anteil apoptotischer, 
primär nekrotischer und vitaler Zellen an der Gesamtzellzahl analysiert. Bei den C2C12-
Zellen zeigte sich mit steigender Bupivacain-Konzentration eine steigende Apoptoserate. 
Gleichzeitig sank der Anteil vitaler Zellen. Diese konzentrationsabhängige Zunahme der 
Bupivacain-induzierten Myotoxzität konnte bereits in früheren Arbeiten der Arbeitsgruppe 
nachgewiesen werden [184] und zeigte an dieser Stelle eine solide Modellstruktur. Bei den 
pM-Zellen war bereits bei Bupivacain-Konzentrationen von 1000 ppm ein Maximum an 
Zellschädigung erreicht. Diese Beobachtung stimmt mit den beschriebenen Erkenntnissen 
von Hofmann et al. bzw. Plank et al. überein. Die Autoren beobachten bereits, dass pM-
Zellen sensibler auf eine Exposition mit Bupivacain reagieren und vermuten u.a. eine Ver-
minderung des sarkoplasmatischen Retikulums als mögliche Ursache [179,184,185]. Mög-
licherweise wurde unter diesem Aspekt ein ungünstig hoher Konzentrationsbereich gewählt, 
so dass gerade apoptotische Prozesse bei pM-Zellen nicht adäquat erfassbar waren. 
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6.2 Blockade der mPTP durch CsA 
Insbesondere für Bupivacain ist ein Zusammenhang zwischen der Induktion der Apoptose 
und der Öffnung der „Permeability Transition Pore“ (mPTP) bekannt [46]. Unter anderem 
könnte Bupivacain über einen Anstieg des zytoplasmatischen Ca2+ zur Öffnung der mPTP 
und damit zur Ausschüttung proapoptotischer oder pronekrotischer Faktoren, insbesondere 
Cytochrom c (cyt c) führen. [137,141]. Irwin et al. konnten sowohl in isolierten Mitochond-
rien als auch in intakten murinen Muskelfaser in situ nachweisen, dass niedrige Bupivacain-
Konzentrationen zu einer Öffnung der mPTP führen. Außerdem war es mittels Cyclosporin 
A – einem selektiven mPTP-Blocker – möglich, die durch Bupivacain-induzierte cyt c-Frei-
setzung zu inhibieren [46]. Im Gegensatz dazu konnte in der vorliegenden Versuchsreihe für 
eine Bupivacain-Konzentration von 1000 ppm und eine CsA-Konzentration 5 µM sogar eine 
signifikant erhöhte Rate an apoptotischen C2C12-Zellen beobachtet werden. In den übrigen 
Konzentrationsreihen war dagegen kein Effekt auf die Apoptoserate nachweisbar. Auch der 
Anteil vitaler Zellen war hier bei CsA-Konzentrationen von 0,5 µM, 1 µM und 5 µM signi-
fikant erniedrigt. Ähnliche myotoxische Einflüsse durch CsA konnten bereits Tang et al. 
nachweisen. Dabei rief CsA über den „Calcium sensing receptor“ einen Anstieg des intra-
zellulären Ca2+ hervor [186], was durch Beeinflussung der ERK MAPK- und p38 MAPK-
Signalkaskaden zu einer erhöhten Apoptoserate führt [187]. Auch in neuronalen Zellen und 
Glia-Zellen konnte eine CsA-induzierte Erhöhung des intrazellulären Ca2+-Levels mit kon-
sekutiver Verstärkung der Apoptose beobachtet werden [188]. Möglicherweise wirkt CsA 
auch in der vorliegenden Arbeit über die Erhöhung des intrazellulären Ca2+-Levels syner-
gistisch oder additiv mit Bupivacain und erhöht dadurch kumulativ die Toxizität für die je-
weilige Zellkultur, sodass dadurch proapototische Ca2+-abhängige Signalkaskaden unabhän-
gig von einer Inhibierung der cyt c-Freisetzung gefördert werden.  
6.3 Blockade des MAC durch iMAC 
Die Öffnung des „mitochondrial apoptotic channel“ (MAC) ist eng verknüpft mit der Frei-
setzung von cyt c in der frühen Phase der Apoptose [127,128]. Peixoto et al. wiesen nach, 
dass die Blockade des MAC durch „mitochondrial apoptotic channel inhibitors“ (iMAC) 
die Freisetzung von cyt c und damit die Initiierung der Apoptose hemmen kann [177]. Aus-
geschlossen hiervon werden jedoch starke toxische Effekte, wie sie beispielsweise durch den 
Kinase-Inhibitor Staurosporin hervorgerufen werden können. Diese konnten durch einen 
Blockade des MAC nicht verhindert werden [177,189].  
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In der hier vorliegenden Arbeit konnte durch die alleinige Blockade des MAC kein Einfluss 
auf die Bupivacain-induzierte Toxizität beobachtet werden. Allerdings wurde der Einfluss 
von Bupivacain bei MAC-Blockade lediglich mittels Durchflusszytometrie betrachtet und 
damit allein das toxische Endresultat ohne eine Betrachtung molekularer Ebenen beurteilt. 
Die Bedeutung des MACs scheint daher im Gesamten eher weniger bedeutend zu sein. Mög-
lich wäre auch, dass die Toxizität von Bupivacain insgesamt als zu stark einzustufen ist 
[189]. Unabhängig von dem hier beobachteten Endresultat ist damit die Rolle des MAC 
weiterhin ungeklärt.  
6.4 Blockade des MCU durch Ru360 
Der „mitochondrial calcium uniporter“ (MCU) ist ein Proteinkomplex der inneren Mito-
chondrialen Membran, der eine bedeutende Rolle bei der Ca2+-Homöostase, dem Energie-
metabolismus und der Apoptoseinduktion spielt. Außerdem kommt ihm eine wichtige Rolle 
bei der durch oxidativen Stress vermittelten Zytotoxizität zu. Liao et al. zeigten in HeLa-
Zellen (Epithelzellen eines Zervixkarzinoms) und primären cerebellären Körnerzellen, dass 
die Blockade von MCU die Ca2+-Aufnahme des Mitochondriums minimierte und einen pro-
tektiven Effekt auf den durch oxidativen Stress hervorgerufenen Zelltod hatte [110]. Ähnli-
ches konnten Yan et al. nachweisen [190]. Außerdem demonstrierten jene Autoren im Tier-
modell an Ratten, dass eine Blockade der MCU den Anteil apoptotischer Zellen nach einer 
Subarachnoidalblutung sowie die Freisetzung von cyt c und Aktivierung der Caspase 3 re-
duzierte [190]. In weiteren Studien in Neuronen hatte die Blockade von MCU durch Reduk-
tion sowohl der Freisetzung von cyt c aus den Mitochondrien als auch der Produktion von 
„reactive oxygen species“ (ROS) einen neuroprotektiven Effekt. Auch hier konnte der An-
teil apoptotischer Zellen gesenkt werden [191]. Eine Öffnung des MCU im Rahmen von 
Ischämie-Reperfusions-Schäden in Neuronen dagegen zeigte eine gesteigerte Apoptoserate 
[192]. In einem vergleichbaren Setting an Kardiomyozyten konnte ebenfalls bei Ischämie-
Reperfusions-Schäden eine Blockade des MCU durch Ru360 eine Verminderung der 
Apoptoserate hervorrufen [193]. Ischämische Prozesse in Kardiomyozyten gehen, ähnlich 
wie eine Intoxikation mit Bupivacain, mit einer Erhöhung der intrazellulären Ca2+-Konzent-
ration und der Produktion von ROS einher. Idealerweise wäre daher eine Übertragbarkeit 
der an Kardiomyozyten nachgewiesenen Apoptosereduktion durch MCU-Blockade auch 
nach Bupivacain-Intoxikation zu erwarten. 
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Passend hierzu zeigte sich bei mittleren Bupivacain-Konzentrationen Zellmodell-unabhän-
gig eine tendenzielle Reduktion der Apoptoserate jedoch ohne Signifikanz. Innerhalb dieses 
Konzentrationsbereichs wurde durch Zugabe von Ru360 eine signifikante Erniedrigung der 
primär nekrotischen Zellen beobachtet. Gleichzeitig nahm der Anteil vitaler Zellen zu. Diese 
Ergebnisse bestätigen die Annahme, dass eine Blockade des MCU protektive Effekte auf die 
Bupivacain-induzierte Myotoxizität haben kann.  
6.5 Schlussfolgerung 
Die vorliegende Arbeit kann bestärken, dass labortechnisch hergestellte, immortalisierte 
C2C12-Zellen im Vergleich zu primäre Mausmuskelzellen weniger sensibel auf Lokalanäs-
thetika reagieren. Dies macht ihre Handhabung zwar einfacher, schränkt aber die Vergleich-
barkeit zu in vivo Prozessen ein. Diskutiert werden können hier unterschiedliche Ursachen. 
Einerseits wird in der Literatur vermutet, dass eine signifikante Reduktion des Sarkoplasma-
tischen Retikulums ursächlich hierfür ist [185]. Andererseits muss jedoch auch beachtet wer-
den, dass im Rahmen der labortechnischen Herstellung gezielt intrazelluläre Apoptose-in-
duzierende Signalkaskaden modifiziert werden.  
Weiterhin konnte die konzentrationsabhängige Toxizität von Bupivacain auf Myozyten in 
Form einer konzentrationsabhängigen Apoptose-Induktion gezeigt werden. Auch wenn im 
Weiteren viele Effekte nur tendenziell beobachtet werden konnten, liefert die vorliegende 
Arbeit weitere Hinweise darauf, dass diese Myotoxizität zu einem gewissen Grad mito-
chondrial beeinflusst wird. Sie unterstützt die Vermutung, dass ein wichtiger Weg hierbei 
über Ca2+-abhängige Prozesse des Mitochondriums zu führen scheint. So hatte die Blockade 
des Ca2+-Strom über den MCU in der IMM einen protektiven Effekt auf die Myotoxizität 
von Bupivacain. Außerdem scheint eine Erhöhung des intrazellulären Ca2+-Levels durch 
Cyclosporin A die Toxizität von Bupivacain zu verstärken. Ähnlich konnten auch weitere 
Arbeiten einen Einfluss einer Modifikation der Ca2+-Homöostase auf die Toxizität von Lo-
kalanästhetika zeigen: Die Blockade von Ca2+ aus dem SR durch Dantrolen zeigte eine sig-
nifikante Reduktion der primär nekrotischen Zellen, während auch hier eine Erhöhung des 
intrazellulären Ca2+-Spiegels durch Koffein eine Nekrose-Induktion förderte [185]. Im Be-
sonderen gilt hier zu erwähnen, dass die Veränderungen der Toxizität insbesondere in mitt-
leren Konzentrationsbereichen zu beobachten sind [185]. In sehr niedrigen oder höheren 
Konzentrationen findet sich auch hier keine signifikante Modifikation der Toxizität.  
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In Zusammenschau der in dieser Arbeit sowie durch Literaturrecherche gewonnenen Er-
kenntnisse scheint der mitochondriale Ca2+-abhängige Signalweg in der Bupivacain-indu-
zierten Myotoxizität eine wichtige Rolle zu spielen. Allerdings müssen parallel hierzu auch 
weitere Effektorkaskaden existieren. Eine gänzliche Aufhebung der Bupivacain-induzierten 
Myotoxizität konnte durch gezielte Modifikation der Ca2+-Homöostase weder in der vorlie-
genden Arbeit noch in weiteren den Ca2+-Zellstoffwechsel betreffenden Versuchsreihen in 
der Literatur erreicht werden [185]. 
Im Rahmen des Forschungsgebietes der Neurotoxizität von Lokalanästhetika, welche bereits 
sehr ausführlich untersucht wurde, wurden neben der Ca2+-Homöostase und der ROS-Pro-
duktion weitere Signalwege als wesentliche Effektoren der Apoptose-induzierenden Toxizi-
tät identifiziert. Sie wurden von Verlinde et al. schematisch dargestellt [194] (s. Abbil-
dung 6-1). Insbesondere die Aktivierung unterschiedlicher Proteinkinasen-Systeme wie den 
Signalwegen PI3K sowie MAPK werden signifikante Einflüsse auf die Neurotoxizität nach-
gewiesen. Die wichtigsten Effektorkaskaden sind in der Abbildung 6-1 rot markiert. Die 
MAPKs gehören zu der Familie der Serin-Threonin-Proteinkinasen und dienen als wichtige 
Vermittler in der Kommunikation zwischen Zellmembran und Zellkern [195]. Dadurch spie-
len sie auch eine wichtige Rolle beim Zelluntergang, respektive der Apoptose, indem sie 
beispielsweise die Phosphorylierung von Transkriptionsfaktoren wie CHOP initiieren [196]. 
Im Besonderen konnte die Aktivierung des p38 MAPK-Signalwegs beschrieben werden 
[173]. Direkte neurotoxische Effekte von Lidocain konnten sowohl in vitro als auch in vivo 
durch eine Blockade des p38 MAPK-Signalwegs verhindert werden. Dadurch war ein Rück-
gang der Apoptose-Rate zu verzeichnen [197]. Auch der von der Serin/Threonin Kinase Akt 
induzierte Signalweg wurde in unterschiedlichen Studien untersucht. Der Akt-Signalweg 
steuert Zellfunktionen wie das Zellüberleben, Wachstum, Proliferation, Angiogenese, Me-
tabolismus und Migration [198]. Unter dem Einfluss von Bupivacain und Lidocain zeigte 
sich die Aktivität von Akt herabgesetzt [80], während die Aktivierung von Akt durch Phos-
phorylierung einen protektiven Effekt auf die Zellschädigung von Neuronen zeigte [199]. 
Weiterhin konnte im Rahmen der Neurotoxozität die Involvierung anderer Signalsysteme 
wie der „c-jun terminal N-kinase“ (JNK) und der „extracellular signal-regulated kinase“ 
(ERK) nachgewiesen werden [81]. Die Aktivierung dieser Proteinkinasensysteme erfolgt 
hierbei jedoch ortsabhängig. So kann beispielsweise in Neuronen eine Inhibierung der 
Caspasen-Systeme protektiv wirken, während sie in Axonen keinen Schutz bietet [200]. Es 
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ist folglich davon auszugehen, dass in Abhängigkeit von der Lokalisation des Lokalanästhe-
tikums an der Zelloberfläche unterschiedliche Signalkaskaden aktiviert werden.  
 
 
Grundsätzlich wäre eine Übertragbarkeit dieser bereits an neuronalen Zellen gewonnener 
Erkenntnisse einfach und würde sich angesichts einer Ähnlichkeit molekularer Strukturen 
von Myozyten und Neuronen anbieten. Dennoch sollte eine vollständige Übertragbarkeit der 
wissenschaftlichen Erkenntnisse auf Myozyten genau überprüft werden. So zeichnen sich 
Myozyten anders als Neuronen durch einen verstärkten Anteil an SR aus. Die besondere 
Bedeutung von ER/SR-Stress sowie der Bildung von ROS für die Bupivacain-induzierten 
Myotoxizität konnte bereits nachgewiesen werden [50]. Zusammen mit den in dieser Arbeit 
gewonnenen Erkenntnisse unterstreicht dies die Bedeutung eines Ca2+-abhängigen Wegs der 
Apoptose über mitochondriale Kaskaden sowie die Produktion von ROS durch SR-Stress in 
Myozyten als Effektorkaskade der Myotoxizität von Lokalanästhetika. 
Speziell bezüglich der Myotoxizität konnten ergänzend neuere Studien an C2C12-Zellen 
zudem erstmal ein signifikanter direkter Einfluss von Bupivacain auf die Autophagozytose 
Abbildung 6-1. Schematische Darstellung relevanter intrazellulärer Signalwege der Lokalanästhetika-induzierten Toxizität 
anhand der Neurotoxizität [1] 
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als Ursache der Lokalanästhetika-induzierten Myotoxizität nachweisen [201]. Hiermit eröff-
net sich ein völlig neuer Aspekt eines möglichen Pathomechanismus. 
Zusammenfassend liefert die vorliegende Arbeit einen Beitrag zur Aufklärung des Pathome-
chanismus der Lokalanästhetika-induzierten Myotoxizität, wirft aber zugleich neue Fragen 
auf und eröffnet weitere Forschungsansätze für die Zukunft. Neben der Erfassung der klini-
schen Relevanz der Myotoxizität von Lokalanästhetika in der täglichen Anwendung, zu der 
aktuell noch aussagekräftige Prävalenzstudien fehlen, sollte die Übertragbarkeit der im Rah-
men der Neurotoxizität als signifikant erachteten Signalkaskaden überprüft werden. Unter-
stützend zu den in der Arbeit vorliegenden durchflusszytometrischen Messungen bietet es 
sich an die exakten Ca2+-Austauschprozesse über die mitochondrialen inneren und äußeren 
Membranen sowie die Bedeutung der Blockaden der einzelnen Mitochondrienkanäle auf 






Lokalanästhetika, allen voran Bupivacain mit dem höchsten myotoxischen Potential, wirken 
konzentrationsabhängig toxisch auf Skelettmuskelzellen. Insbesondere Bupivacain ist au-
ßerdem in der Lage in Myozyten apoptotische Zellvorgänge zu induzieren. Hier scheinen 
die Erhöhung des intrazellulären Ca2+-Spiegels und die Bildung von „Reaktiv Oxygen Spe-
cies“ (ROS) eine Rolle zu spielen. Ziel der Arbeit war es, durch Blockade der „mitochond-
rialen Permeability Pore“ (mPTP), des „mitochondrial apoptotic channel“ (MAC) und des 
„mitochondrial Calicum Uniporter“ (MCU) eine Modifizierung der Myotoxizität von Bu-
pivacain zu erreichen, um Rückschlüsse auf die intrazellulären apoptotischen Signalkaska-
den ziehen zu können.  
Für die Durchführung wurden murine immortalisierte C2C12-Zellen und aus BALB/c An-
Ncrl Mäuse gewonnene primäre Mausmuskelzellen in vitro mit Bupivacain und den jewei-
ligen o.g. Substanzen unterschiedlicher Konzentration sowie nach unterschiedlicher Präin-
kubationszeiten inkubiert. Anschließend wurden die Zellen in eine 24-stündige Erholungs-
phase überführt. Im Anschluss wurden sie mit Annexin V/FITC (Annexin) und Propidium-
Iodid (PI) gefärbt und durchflusszytometrisch untersucht. Beurteilt wurde dabei der Anteil 
apoptotischer Zellen (PI+/Annexin+, PI−/Annexin+), der Anteil primär nekrotischer Zellen 
(PI+/Annexin−) und der Anteil vitaler Zellen (PI−/Annexin−). 
In den Vorversuchen konnte die Myotoxizität von Bupivacain bestätigt werden. Hierbei 
zeigte sich eine unterschiedliche Sensibilität von C2C12- und pM-Zellen gegenüber Bu-
pivacain. Die Zugabe von CsA führte bei C2C12-Zellen sogar zu einer signifikant erhöhten 
Apoptoserate (Bupivacain-Konzentration 1000 ppm und CsA-Konzentration 5 µM). Auch 
der Anteil vitaler Zellen war hier bei CsA-Konzentrationen von 0,5 µM, 1 µM und 5 µM 
signifikant erniedrigt. Bei den pM-Zellen konnten keine signifikanten Änderungen gezeigt 
werden. Für iMAC ließen sich innerhalb der Bupivacain-Gruppen (1000 ppm, 1350 ppm, 
1750 ppm) weder bei C2C12-Zellen noch bei pM-Zellen signifikante Veränderungen der 
Anteile apoptotischer primär nekrotischer oder vitaler Zellen beobachten. Die Blockade des 
MCU durch Ru360 zeigte bei mittleren Bupivacain-Konzentrationen von 1350 ppm eine 
Zellmodell-unabhängige tendenzielle Reduktion der Apoptoserate bei Ru360-Konzentratio-
nen von etwa 2,5 µM und 5 µM. Hiermit einhergehend war eine signifikante Reduktion der 
primär nekrotischen Zellen mit tendenzieller Zunahme der vitalen Zellen.  
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Zusammenfassend bestärkt die vorliegende Arbeit, dass labortechnisch hergestellte, immor-
talisierte C2C12-Zellen im Vergleich zu primäre Mausmuskelzellen weniger sensibel auf 
Lokalanästhetika reagieren. Weiterhin lässt sich die konzentrationsabhängige Toxizität von 
Bupivacain auf Myozyten in Form einer konzentrationsabhängigen Apoptose zeigen. Es zei-
gen sich im weiteren Hinweise, dass die Lokalanästhetika-induzierte Myotoxizität zu einem 
gewissen Grad über eine Erhöhung des intrazellulären Ca2+-Levels mitochondrial beeinflusst 
wird. An vorliegender Arbeit anknüpfend bieten sich weitere Forschungsansätze insbeson-
dere durch Messungen der mitochondrialen Ca2+-Austauschprozesse sowie durch die Be-
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